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Atualmente, a implementação do bem-estar animal está legislada e é obrigatória em 
animais de laboratório. Apesar disso, especificamente em peixes, é recorrente referir-se 
apenas o tempo de aclimatação realizado, não estando claros o período de tempo e os 
métodos empregues para a verificação do bem-estar dos animais. Acresce o facto de 
que, antes do início dos estudos, os lotes experimentais de peixes são frequentemente 
adquiridos e transportados para o laboratório, o que provoca uma condição de stress 
prévia que altera o estado fisiológico e comportamental dos animais.  
Neste contexto, o principal objetivo desta tese é estabelecer e parametrizar o tempo 
mínimo e ideal de aclimatação de indivíduos juvenis de Salmo trutta f. fario (truta-fário), 
com aproximadamente 1 ano de idade, em condições laboratoriais (em biotério), após um 
episódio de stress agudo (transporte). A avaliação da resposta ao stress foi realizada 
através da monitorização dos animais durante 42 dias, com amostragens às 12 horas, 7, 
14, 28 e 42 dias. Para a análise multiparamétrica foram considerados parâmetros 
comportamentais, morfológicos, o perfil alimentar, a condição física e a bioquímica 
sanguínea/plasmática.  
Na análise comportamental, verificou-se a ocupação de um menor número de 
quadrantes, a diminuição da movimentação dos animais e a cessação de movimentações 
anormais. A análise da posição vertical dos animais no tanque foi extremamente 
importante na verificação de comportamento hierárquico. Interligando estes dados 
verificou-se que a estabilização geral do comportamento ocorreu a partir do 17º dia pós-
stress. 
Quanto ao perfil alimentar, o tempo de reação ao alimento diminuiu, até ser 
instantâneo, e a reação dos peixes ao alimento alterou-se gradualmente ao longo do 
tempo em todos os tanques, pelo que no 1º dia não se observou reação dos peixes ao 
alimento e, a partir do 30º dia, a maioria dos peixes movimentou-se continuamente em 
busca de alimento. O consumo de ração não se verificou em nenhum tanque no 1º dia, 
tendo depois aumentado gradualmente. Avaliando estes parâmetros em conjunto 
concluiu-se que a estabilização geral do comportamento alimentar ocorreu a partir do 16º 
dia. 
Os resultados biométricos obtidos não diferiram significativamente entre tempos, 
contudo demonstraram que apesar de inicialmente o consumo de ração ter diminuído, 
não foi suficiente para alterar o fator de condição dos animais. 
Na análise da bioquímica do sangue observou-se que, no geral, os valores medianos 
de glucose foram relativamente estáveis ao longo do tempo do ensaio, tendo-se obtido 
uma correlação linear positiva o com fator de condição, assim como com a concentração 
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plasmática de cortisol. Tanto o colesterol como os triglicerídeos diminuíram ao 7º e 14º 
dia, comparativamente com as 12 horas, aumentando posteriormente, de forma gradual, 
até ao 42º dia. A correlação linear e positiva com o índice hepatossomático verificou-se 
em ambos os casos. Os valores medianos do hematócrito variaram entre 32 a 35%, 
estando próximos dos valores basais verificados nesta espécie. Os valores medianos de 
potássio não diferiram significativamente entre os diferentes tempos de colheita. 
Os resultados das determinações quantitativas das áreas pigmentadas, em 
fragmentos de pele e em cortes histológicos de pele, evidenciaram uma tendência para a 
diminuição da percentagem de área pigmentada quantificada, com uma estabilização a 
partir do 14º dia. A percentagem da área pigmentada dos fragmentos de pele e as 
concentrações plasmáticas de cortisol apresentaram uma correlação linear positiva. Os 
níveis plasmáticos de cortisol não foram significativamente diferentes entre tempos, no 
entanto, a análise de regressão linear entre este parâmetro e o dia da colheita foi 
significativa e negativa. Através da comparação dos valores obtidos e dos níveis basais 
detetados na espécie, tudo indica que, no presente estudo, os animais começaram a 
apresentar níveis de stress menores entre o 14º e o 28º dia. 
Os valores medianos do volume nuclear médio ponderado pelo volume do núcleo das 
células interrenais não foram significativamente distintos entre os diferentes tempos de 
colheita, mas a regressão linear entre este parâmetro e o dia da colheita foi significativa e 
negativa. Ao longo do tempo, verificou-se uma tendência geral para o seu decréscimo, 
com uma estabilização a partir do 14º dia. 
A análise do tempo de recuperação de cada um dos parâmetros foi avaliado, 
concluindo-se que a estabilização geral dos animais ocorreu entre o 14º e o 28º dia, 
considerando-se que a partir do 28º dia os animais estão aclimatados, recomendando-se 
por isso um período de aclimatação de no mínimo 28 dias, de forma a garantir os níveis 
basais em repouso para a espécie. 
Em trabalhos futuros, em que se pretenda monitorizar de forma sistemática o processo 
de aclimatação antes de um ensaio laboratorial, sugere-se a implementação dos 
seguintes parâmetros: comportamentais (localização dos animais no tanque, 
movimentação dos peixes, posição vertical dos peixes no tanque e existência de 
movimentações anormais), perfil alimentar (análise do tempo em que o primeiro peixe 
reagiu ao alimento, reação dos animais ao alimento e quantidade de ração consumida), 
condição física (fator de condição) e bioquímica sanguínea (colesterol, triglicerídeos e 
glucose), assim como a avaliação quantitativa das áreas pigmentadas dos fragmentos de 
pele, a análise estereológica do volume nuclear médio ponderado pelo volume do núcleo 






Currently, the implementation of animal welfare is legislated and is required for 
laboratory animals. Despite this, specifically in fish, it is commonly referred only the 
acclimation time performed, not being clear the period and the methods employed for 
checking the welfare of animals. Moreover the fact that, before the start of the studies, the 
experimental batches of fish are often purchased and transported to the laboratory, leads 
to a pre-stressed condition that alters the physiological and behavioral state of the 
animals. 
In this context, the main objective of this thesis is to establish and parameterize the 
minimum and ideal time for acclimation of juvenile individuals of Salmo trutta f. fario 
(brown trout), with approximately 1 year old, in laboratory conditions (in bioterium), after 
an episode of acute stress (transport). The evaluation of the stress response was 
performed by monitoring the animals during 42 days with sampling at 12 hours, 7, 14, 28 
and 42 days. For the multi-parameter analysis there were considered behavioral and 
morphological parameters, the nutritional profile, the physical conditions and blood/plasma 
biochemistry. 
In the behavioral analysis, it was found an occupation of a smaller number of 
quadrants, the decrease of animal movement and the absence of abnormal movements. 
The analysis of the vertical position of the animals in the tank was very important for the 
hierarchical behavior evaluation. Interconnecting these data it was found that the general 
behavior stabilization occurred at the 17th day post-stress. 
As for the food profile, the reaction time to the food decreased until it was 
instantaneous, and the reaction of the fish to the food gradually changed over time in all 
the tanks, so that on the 1st day there was no reaction of the fish to the food and, from the 
30th day, most of the fish moved continuously in search of food. Feed intake did not occur 
in any tank on day 1, and then increased gradually. Evaluating these parameters together 
it was concluded that the general stabilization of the feeding behavior occurred from the 
16th day. 
The biometric results did not differ significantly between times, however they showed 
that although initially feed intake decreased, it was not sufficient to change the condition 
factor. 
From the biochemical analysis of the blood it was observed that, in general, the median 
glucose values showed a relative stability along the assay, and a positive linear 
correlation was observed with the condition factor, as well as with the plasma cortisol 
concentration. Both cholesterol and triglycerides decreased at the 7th and 14th days, 
compared to 12 hours, then they increased, gradually until the 42nd day. The positive 
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linear correlation with the hepatosomatic index was found in both cases. The median 
values of hematocrit ranged from 32 to 35%, being close to the baseline values recorded 
in this species. Median potassium values did not differ significantly between the different 
times. 
The results of the quantitative determination of the pigmented areas on the fragments 
and histological sections of the skin, showed a tendency to decrease the percentage of 
pigmented area, with stabilization from the 14th day. The percentage of the pigmented 
area of skin fragments and plasma cortisol levels showed a positive linear correlation. 
Plasma cortisol levels were not significantly different at distinct times; however, the linear 
regression between this parameter and the sampling day was significant and negative. By 
comparing the values obtained and the baseline levels reported for this species, it seems 
that in this study, the animals began to have lower stress levels between 14th and 28th 
day. 
The volume-weighted nuclear volume of interrenal cells was not significantly distinct 
between the different sampling days, but the linear regression analysis between this 
parameter and the sampling day was significant and negative. Over time, there was a 
general trend for its decrease with stabilization from the 14th day. 
The time of recovery of each parameter was evaluated, concluding that overall the 
stabilization of the animal’s occurred between the 14 and 28 days, considering that from 
the 28th day they are acclimated, we recommend an acclimatization period of at least 28 
days, in order to ensure the baseline levels of this species. 
In future studies, in which it is intended to monitor systematically the acclimatization 
process before a laboratory assay, it is suggested the implementation of the following 
parameters: behavioral (animal location in the tank, fish movement, vertical position of the 
fish in the tank and existence of abnormal movements), food profile (time that the first fish 
react to food, animal reaction to food and the amount of consumed food), physical 
condition (condition factor) and blood biochemistry (cholesterol, triglycerides and glucose), 
as well as, the quantification of the pigmented areas of skin fragments, stereological 
analysis of the volume-weighted nuclear volume of interrenal cells and quantitation of 





Capítulo 1. Introdução 
 
 
1.1. O conceito de bem-estar animal. Como pode ser avaliado? 
 
O conceito de bem-estar é complexo e difícil de definir globalmente, uma vez que 
implica a junção de diferentes dimensões: científica, ética/cultural, económica e política 
(Huntingford e Kadri, 2008; Carenzi e Verga, 2009). Idealmente o termo "bem-estar" 
deveria refletir um conceito claro, podendo ser cientificamente avaliado, e utilizado pela 
comunidade. Contudo, isto não se verifica, devido à existência de diferentes atitudes em 
relação aos animais (empresários, consumidores, veterinários, políticos, entre outros), 
pelo que existem diferentes metodologias utilizadas na avaliação do bem-estar (Carenzi e 
Verga, 2009). 
De uma forma geral, a maioria das definições científicas existentes referem que o 
bem-estar de um animal está garantido, quando pelo menos uma das três condições 
indicadas na Tabela 1 está assegurada. As condições descritas sustentam-se nos 
pressupostos e nas implicações de diferentes modelos conceituais de bem-estar 
baseados no funcionamento biológico, na natureza e no funcionamento mental do animal 
(Huntingford e Kadri, 2008; Carenzi e Verga, 2009; Hemsworth et al., 2015). 
 




Base dos modelos 
conceituais 
O animal está adaptado ao meio ambiente onde está inserido, 
verificando-se um bom estado de saúde e o funcionamento adequado 




O animal tem uma vida igual à que teria no ambiente natural e expressa 
o mesmo tipo de comportamentos que expressaria na natureza, sendo 
possível identificar as suas necessidades comportamentais. 
Natureza 
  
O animal não é sujeito a experiências negativas (exemplo: dor, medo e 





Na Tabela 2, encontram-se resumidos os parâmetros utilizados com maior frequência 
na medição do bem-estar, estando indicada a sua relação com cada uma das definições 
apresentadas na Tabela 1. 
 
Tabela 2. Parâmetros mais comuns de avaliação do bem-estar animal e a sua relação com os 
diferentes modelos conceituais (Huntingford e Kadri, 2008).  








Lesões e doenças X   
Sistema imunológico X   
Condição nutricional X   
Crescimento X X  
Reprodução X X  
Estado 
fisiológico 
Estado metabólico X X  
Hormonas X X  
Bioquímica cerebral X X X 





X X X 
Estereótipos  X X 
Reportório natural  X X 
 
Na tentativa de facilitar a distinção entre mal-estar e bem-estar animal, a Farm Animal 
Welfare Committee (FAWC) sugeriu uma abordagem, composta por cinco parâmetros 
(ausência de fome e sede; ausência de desconforto; ausência de dor, lesões ou doenças; 
liberdade para expressarem o seu comportamento normal e ausência de medo e 
angústia) que quando se verificam indicam a implementação do bem-estar nos animais 
(FAWC, 2009). 
Os componentes biológicos, físicos e psicológicos, envolvidos na determinação do 
nível de bem-estar, têm de ser estudados e interligados entre si, sendo para isso 
necessário validar medidas fisiológicas, imunológicas e comportamentais, o que implica 
uma compreensão adequada dos seus mecanismos biológicos (Carenzi e Verga, 2009). 
Este conhecimento permitirá estabelecer modelos de avaliação global do bem-estar. 
Neste contexto, Pettersen e colaboradores (2014) desenvolveram o modelo SWIM 2.0 
que permite o cálculo do índice de bem-estar em salmão (Salmo salar L.). Esta avaliação 
formal e padronizada do bem-estar teve por base uma seleção de indicadores de bem-
estar, práticos e mensuráveis, descritos na literatura, podendo ser aplicado na prática. 
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1.1.1. Legislação relativa à implementação do bem-estar em animais de 
laboratório 
 
Atualmente já existe legislação que estabelece uma implementação do bem-estar para 
animais utilizados em experimentação científica. A Direção Geral de Alimentação e 
Veterinária é a entidade responsável pelo licenciamento prévio de projetos ou qualquer 
atividade que envolva a utilização de animais vertebrados. Este licenciamento é 
obrigatório e tem como base a legislação vigente em Portugal de acordo com o Decreto - 
Lei 113/2013 (DR, 2013), que transpõe a Diretiva n.º 2010/63/UE relativa à proteção dos 
animais utilizados para fins científicos (UE, 2010). 
As normas mínimas relativas à proteção dos animais utilizados para fins científicos ou 
educativos, dos quais fazem parte os animais utilizados em experimentação, são 
estipuladas neste decreto-lei que obriga à aplicação dos cuidados adequados, ausência 
de dor, sofrimento, aflição ou dano permanente, quando desnecessário. A legislação 
vigente tem ainda em conta a política dos 3R´s baseada nos conceitos de substituição 
(replacement), redução (reduction) e refinamento (refinement). De forma simplificada, 
esta normativa dos 3R´s garante que, sempre que possível, a utilização dos animais seja 
substituída por métodos alternativos adequados à experiência, assim como a existência 
duma substituição dos animais por organismos considerados filogeneticamente inferiores. 
Complementarmente, exige ainda que haja uma redução do número de animais utilizados 
através da aplicação de métodos matemáticos que permitam um cálculo correto do 
número de animais necessários, para se obterem resultados fidedignos e que não 
comprometam o estudo. O refinamento diz respeito às técnicas e procedimentos de 
criação e manutenção no alojamento e nos cuidados prestados aos animais, de modo a 
reduzir o impacto negativo que possam acarretar.  
 
1.1.2. Aplicação do conceito de bem-estar em peixes 
 
De um modo geral, os sistemas fisiológicos e comportamentais que medeiam a dor e 
o stress nos peixes são comparáveis aos de outros vertebrados; no entanto, existem 
diferenças a ter em consideração de forma a compreender especificamente o conceito de 
bem-estar em peixes. Uma diferença óbvia é o facto de os peixes estarem perfeitamente 
adaptados para viverem no meio aquático, estando, portanto, intimamente relacionados 
com o meio que os rodeia. Assim sendo, a qualidade da água é o aspeto mais importante 
do seu meio ambiente. Adicionalmente, os peixes são animais ectotérmicos, o que em 
termos alimentares poderá corresponder a períodos de privação de alimento, 
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especialmente a baixas temperaturas, não estando essa situação associada à existência 
de mal-estar, ao contrário do que acontece com outros animais, nomeadamente os 
endotérmicos. Outro aspeto diferenciador em peixes é o facto de não ser possível avaliar 
sinais faciais e vocais que funcionam como indicadores da perceção de sensações de 
medo e angústia noutros vertebrados (Huntingford e Kadri, 2008).  
A avaliação da senciência (consciência de sensações e sentimentos) é realizada 
através de, pelo menos, três fatores: nociceção, capacidades cognitivas e stress 
psicogénico. Quando se verifica a existência de um sistema nociceptivo que permite que 
o indivíduo tenha uma noção consciente da dor; uma elevada complexidade cognitiva, 
indicativa da existência da capacidade de produção de representações elaboras e a 
ocorrência de stress psicogénico, proveniente da ativação cognitiva da resposta aos 
agentes de stress, verifica-se a existência de senciência (Oliveira e Galhardo, 2007). Os 
mesmos autores, através da análise de dados existentes sobre estes três fatores em 
peixes concluíram que estes indicam, de forma consistente, a existência de senciência 
nestes animais, validando a aplicação do conceito de bem-estar em peixes teleósteos, e 
realçando a importância do seu estudo no que diz respeito à influência que as atividades 
humanas possam implicar. 
Existem outros autores a confirmarem este facto, sugerindo que há evidências 
anatómicas, fisiológicas e comportamentais, que mostram uma clara existência de 
nociceção nos peixes, o que demonstra a sua capacidade de sofrer, tanto através da 
indução de dor como pelo medo (Wolffrom, 2004; Ashley, 2007). 
Como já foi referido, a aplicação do conceito bem-estar está resumida em cinco 
parâmetros estabelecidos pela FAWC (FAWC, 2009), havendo já um referencial 
indicativo dos procedimentos a realizar em peixes, como sendo (Wolffrom, 2004): uma 
dieta adequada e nutricionalmente completa, tendo em conta a espécie em questão, os 
seus requisitos e a idade dos animais; parâmetros adequados relativos à qualidade da 
água, fluxos e taxas de temperatura, intensidade de luz e outros fatores necessários; a 
aplicação de procedimentos e cuidados que evitem lesões e previnam infeções e 
doenças, de forma a garantir boas condições sanitárias, vacinação e evitar o surgimento 
de malformações; disponibilização de condições que permitam que os animais tenham 
liberdade para expressar o seu comportamento normal, proporcionando instalações 
adequadas e companhia de animais da mesma espécie; a prática de procedimentos de 
manuseamento suaves e adequados e procedimentos de atordoamento antes da 
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1.2. Definir o stress - Resposta fisiológica em peixes 
 
O stress pode ser definido como um conjunto de respostas não específicas do 
organismo perante situações que podem desequilibrar a sua homeostasia. O episódio de 
stress pode ser de natureza física (manuseamento, transporte e confinamento dos 
animais), química (contaminantes, baixos teores de oxigénio e pH), e ainda causado por 
eventuais acontecimentos percecionados pelos animais (existência de predadores e 
coespecíficos não familiares) (Oliveira e Galhardo, 2007; Rocha, 2011).  
No geral, a resposta ao stress é caracterizada por um conjunto de acontecimentos 
neuroendócrinos ativados pela perceção de uma ameaça (Pottinger, 2008). Em função da 
severidade e do contexto do agente causador do stress, o mecanismo de resposta pode 
tornar-se disfuncional, afetando de forma negativa a fisiologia e o comportamento do 
animal (Pottinger, 2008; Rocha, 2011). Um episódio de stress pode ser de curta ou longa 
duração, e com intensidades distintas, o que se traduzirá em repercussões diferentes nos 
animais, que estão inteiramente relacionadas com a espécie, estirpes ou lotes 
considerados, assim como, com a origem dos animais (reprodução no habitat natural ou 
em laboratório) (Obernier e Baldwin, 2006; Oliveira e Galhardo, 2007; Rocha, 2011). 
Assim, a existência de stress interfere no bem-estar dos animais, o que pode ser 
contraproducente tanto em laboratório como em aquacultura, podendo culminar em 
morte, ou por exemplo, na diminuição do consumo alimentar, que por sua vez poderá 
causar um atraso no crescimento (Ross e Ross, 2008a).  
A resposta generalizada ao stress é caracterizada por uma fase de resposta inicial 
seguida de um período de tentativa de resistência ou adaptação ao agente causador de 
stress (Ross e Ross, 2008a). A resposta fisiológica caracteriza-se por uma resposta 
primária, secundária e terciária. A resposta primária é mediada por ações motoras e pela 
libertação de hormonas na corrente sanguínea, como resultado da estimulação 
neuroendócrina. Nos peixes, as ações hormonais são mediadas através do sistema 
adrenérgico e o eixo hipotálamo-pituitária-interrenal (HPI) (Figura 1) (Ross e Ross, 
2008a). 
O primeiro mecanismo de resposta é a rápida ativação do sistema nervoso simpático, 
que estimula o tecido cromafim, localizado na porção anterior do rim, a produzir 
catecolaminas (epinefrina e norepinefrina), que são diretamente libertadas para a 
corrente sanguínea (Pottinger, 2008; Ross e Ross, 2008a). Em simultâneo, mas de forma 
mais lenta, ocorre uma cascata de reações endócrinas, que envolve o hipotálamo, a 
pituitária e o tecido interrenal (Pottinger, 2008). O hipotálamo liberta hormonas que 
ativam a produção e libertação de hormonas corticotrópicas na glândula pituitária, como a 
hormona adrenocorticotrófica (ACTH), que por sua vez atua no tecido interrenal (rim 
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anterior), promovendo a síntese e libertação de hormonas esteroides para a corrente 
sanguínea, como o cortisol no caso dos peixes teleósteos (Pottinger, 2008; Ross e Ross, 
2008a). Geralmente, o aumento e a duração dos níveis plasmáticos do cortisol são 
proporcionais à gravidade e à duração da exposição ao agente causador de stress. 
Contudo, em casos de exposição repetida, a elevação do cortisol pode deixar de se 
verificar, mesmo que inicialmente os níveis de resposta tenham sido elevados (FSBI, 
2002). 
Relativamente à resposta secundária a um agente causador de stress, esta engloba 
os efeitos metabólicos (bioquímicos e fisiológicos) provocados pelas hormonas libertadas 
na resposta primária (Sampaio e Freire, 2016). Dependendo da hormona em questão, o 
tempo decorrente até à verificação das suas ações e o tempo durante o qual estes se 
verificam vão ser diferentes, como indicado na Figura 1 (Ross e Ross, 2008a). 
 
 
Figura 1. Cascata hormonal que medeia as respostas primária e secundária ao stress em peixes, 
adaptado de Ross e Ross, 2008a. 
 
Finalmente, a resposta terciária ocorre quando o animal é exposto a fatores de stress 
de forma intermitente, ou continuamente por períodos de tempo prolongados, originando 
uma resposta de stress crónica. Isto faz com que o animal não consiga adaptar-se ao 
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fator de stress, verificando-se uma inibição do crescimento, disfunção reprodutiva e perda 
da imunocompetência, tornando-o mais suscetível a agentes patogénicos e parasitas 
(Pottinger, 2008).  
 
1.2.1. Avaliação do stress - Parâmetros bioquímicos e hematológicos 
 
As alterações hormonais verificadas na resposta primária caracterizam-se pelo 
aumento dos níveis de corticosteroides (principalmente cortisol em peixes teleósteos) e 
das catecolaminas (principalmente epinefrina) (Ross e Ross, 2008a; Sampaio e Freire, 
2016). No entanto, a reposta por parte da adrenalina é muito rápida e verifica-se por 
períodos curtos (Ross e Ross, 2008a), existindo assim uma preferência na escolha do 
cortisol plasmático como biomarcador de referência para a resposta neuroendócrina 
(Sampaio e Freire, 2016), sendo o indicador mais utilizado para avaliar a ativação do eixo 
HPI (Pottinger, 2008). No entanto, a utilização isolada do cortisol, como medida de stress 
não deve ser efetuada, uma vez que valores baixos podem indicar exaustão da 
capacidade de secreção do tecido interrenal, e valores elevados, verificados num curto 
espaço de tempo, podem acontecer devido a uma preparação do organismo para realizar 
atividade física, verificando-se, por exemplo, antes da alimentação (FSBI, 2002).  
Sampaio e Freire (2016) verificaram que em diferentes espécies de peixes, após um 
episódio de transporte de curta duração (< 8 horas), os níveis plasmáticos de cortisol 
aumentaram acentuadamente, em comparação aos valores verificados antes do 
transporte. Estudos realizados em diferentes espécies de salmonídeos (Salmo trutta, 
Oncorhynchus mykiss, Salvelinus namaycush, Salvelinus fontinalis) utilizaram este 
parâmetro na análise de diferentes tipos de stress (manipulação, confinamento, 
transporte, densidades de manutenção) tendo-se verificado em todos o aumento da 
concentração de cortisol pós-stress, e a sua diminuição com o decorrer do tempo. Com 
base na literatura verifica-se que os valores máximos de cortisol detetados e o tempo 
decorrente até esses valores serem atingidos variam com o tipo de stress induzido e a 
espécie em questão (Pickering et al., 1982; Barton, 2000; Yarahmadi et al., 2015; 
Sampaio e Freire, 2016; Shabani et al., 2016). Na maioria dos trabalhos referidos, o 
tempo de duração do ensaio não permitiu avaliar a retoma aos valores de repouso, no 
entanto, em trutas-fário sujeitas a manuseamento e condicionamento, verificou-se que os 
valores de cortisol são iguais ou mais baixos do que o grupo controlo a partir das 4 horas 
pós-stress (Pickering et al., 1982). 
Segundo Iwama (1998), em salmonídeos, os valores de cortisol em repouso são 
inferiores a 10 ng/mL, e em stress encontram-se entre 40-200 ng/mL. Pickering e 
Pottinger (1989) verificaram níveis basais de cortisol plasmático em trutas-fário (1 ano) 
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inferiores a 5 ng/mL e no estudo realizado por Barton (2000), em trutas-fário juvenis, os 
níveis de repouso verificados foram aproximadamente de 1 ng/mL. No entanto, o grupo 
controlo utilizado no estudo de Pickering (1982), composto por animais adultos (2 anos), 
às 0 horas a concentração de cortisol foi de 30 ng/mL de cortisol, tendo este valor 
oscilado aproximadamente entre as 30 e os 70 ng/mL até ao final do estudo (28 dias). 
As catecolaminas são indicadas como indutoras da glicogenólise (Eslamloo et al., 
2014), tal como o cortisol, que também promove a gluconeogénese, o que permite 
manter o fornecimento de oxigénio e de energia necessários para a regulação osmótica, 
verificando-se assim um aumento da glucose sanguínea e a diminuição do glicogénio (no 
fígado e no músculo), contudo esta alteração metabólica nem sempre é linear (Sampaio e 
Freire, 2016). No entanto, estes autores consideram que a glucose é um bom indicador 
de stress em peixes quando estes são transportados num período inferior a 8 horas. 
Níveis mais elevados de glucose no sangue a baixas temperaturas indicam um 
metabolismo retardado dos hidratos de carbono, sendo também um índice de tensão 
subletal. A diminuição da sua concentração sérica pode resultar da subnutrição ou de um 
controlo hormonal alterado (Ahmad et al., 2011).  
Existem vários trabalhos, em diferentes espécies, que incluem este parâmetro na 
análise do stress, sendo este provocado por diferentes fatores (Pickering et al., 1982; 
Barton, 2000; Ahmad et al., 2011; Yarahmadi et al., 2015; Sampaio e Freire, 2016). 
Verifica-se, tal como no caso do cortisol, que os valores de glucose aumentam, regra 
geral, após um episódio de stress, e que os valores máximos detetados e o tempo 
decorrente até se verificarem estes valores também variam com o tipo de stress induzido 
e a espécie em questão. Em trutas-fário sujeitas a manuseamento e confinamento 
observou-se a existência de valores de glucose significativamente mais elevados, às 2 e 
4 horas pós stress (aproximadamente 110 mg/100 mL e 140 mg/100 mL, 
respetivamente), comparativamente com o grupo controlo (aproximadamente 75 mg/100 
mL e 85 mg/100 mL). De referir que após 30 horas do episódio de stress o grupo 
manipulado apresentava valores significativamente menores (aproximadamente 80 
mg/100 mL) comparativamente ao grupo controlo (aproximadamente 125 mg/100mL). Às 
0 horas os dois grupos (controlo e manipulado) não apresentavam diferenças 
significativas nos valores de glucose (80 mg/100 mL e 110 mg/100 mL, respetivamente). 
A estabilização dos valores ocorreu às 72 horas, tendo variado aproximadamente entre 
os 95 a 110 mg/100 mL até aos 28 dias pós-stress (Pickering et al., 1982). Em carpas 
comuns (Cyprinus carpio communis) aclimatadas a diferentes temperaturas, 
especificamente a 20 ºC (controlo), 24, 28 e 32 ºC, verificou-se o aumento da glucose 
entre os 20 ºC e os 28 ºC (84,73 mg/dL e 97,66 mg/dL respetivamente), tendo-se obtido 
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valores inferiores ao controlo quando os animais foram aclimatados a 32 ºC (59,66 
mg/dL) (Ahmad et al., 2011). 
O lactato é produzido pelo metabolismo anaeróbico nos músculos brancos de peixes 
teleósteos, quando se verificam condições de hipóxia ou exercício extenuante (Pickering 
et al., 1982). Em trutas-arco-íris (Oncorhynchus mykiss) sujeitas a transporte, os valores 
de lactato sanguíneo aumentaram para 3,1 mmol/L, comparativamente aos valores de 
repouso (0,8 mmol/L). Nas 48 horas após o transporte os valores reduziram 
significativamente, atingindo os valores em repouso (Shabani et al., 2016). Em trutas-fário 
sujeitas a manuseamento e confinamento (2 minutos), a concentração plasmática de 
lactato atingiu um pico 2 horas após o stress (55 mg/100 mL), diferindo significativamente 
do grupo controlo (10 mg/100 mL). Entre as 8 horas e os 28 dias os valores médios de 
lactato estabilizaram, variando aproximadamente ente 10 a 15 mg/100 mL. Os valores do 
grupo controlo foram sempre inferiores a 20 mg/100 mL (Pickering et al., 1982). 
Nos peixes, o colesterol tem funções estruturais, funcionais e metabólicas, sendo que 
a nível estrutural desempenha um papel importante, sendo um componente estrutural das 
membranas celulares, diminuindo a fluidez e a permeabilidade da membrana plasmática 
a proteínas e iões. Na glândula interrenal e na gónada atua como percursor de esteroides 
(Tocher e Glencross, 2015). O aumento do colesterol e dos triglicerídeos indica distúrbios 
do metabolismo dos lípidos e das lipoproteínas, e ainda doenças hepáticas (Ahmad et al., 
2011). 
Os valores de colesterol e triglicerídeos plasmáticos foram significativamente 
diferentes em trutas-arco-íris sujeitas a alta e baixa densidade de manutenção, tendo-se 
verificado valores inferiores nos animais sujeitos a alta densidade (117,22 mg/dL e 
204,02 mg/dL, respetivamente) comparativamente aos animais sujeitos a baixa 
densidade (157,25 mg/dL e 274,65 mg/dL, respetivamente) (Yarahmadi et al., 2015). Em 
carpas comuns os valores médios destes dois parâmetros aumentaram com a subida da 
temperatura. Aos 20 ºC (controlo) os valores médios de colesterol e triglicerídeos foram 
de 142,87 mg/dL e 108,50 mg/dL, e na temperatura máxima testada (32 ºC) de 194,50 
mg/dL e 149,67 mg/dL, respetivamente (Ahmad et al., 2011). 
Relativamente à osmolaridade, Sampaio e Freire (2016) verificaram que apesar de ser 
o parâmetro que melhor reflete a definição de homeostasia, raramente é implementado 
na avaliação do stress no transporte dos peixes. Em trutas-arco-íris sujeitas a transporte 
(3 horas e 20 minutos), em condições de hiperóxia, os valores plasmáticos de sódio, cloro 
e potássio não diferiram significativamente, comparativamente com os valores verificados 
antes do transporte. No entanto, consideram que após 48 horas os animais ainda 
apresentavam um distúrbio no equilíbrio iónico, uma vez que os valores de sódio eram 
significativamente mais elevados 24 e 48 horas pós-stress, relativamente aos valores 
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verificados antes e logo após o transporte dos animais, e que os valores de cloro eram 
mais elevados 24 e 48 horas após o transporte relativamente ao valor antes do transporte 
(Shabani et al., 2016). A falência osmorregulatória tem sido frequentemente demonstrada 
como um importante contribuinte na morte de peixes (Ahmad et al., 2011). 
Os marcadores hematológicos mais utilizados para avaliação da condição de stress 
em peixes são o hematócrito, a hemoglobina e a contagem de eritrócitos, no entanto, é 
frequente não apresentarem alterações, mesmo quando os valores de cortisol indicam a 
ativação da resposta ao stress (Sampaio e Freire, 2016). O aumento da hemoglobina e 
do hematócrito demonstra um aumento da capacidade de transporte de oxigénio no 
sangue, permitindo o fornecimento necessário aos órgãos principais, em resposta a uma 
maior exigência metabólica provocada pelo stress. 
 
1.2.2. Avaliação do stress - Sistema imune e crescimento 
 
O muco e a pele dos peixes atuam como uma barreira defensiva natural a substâncias 
estranhas e agentes patogénicos. O muco desempenha um mecanismo de defesa não-
específico, através da sua produção nas brânquias, pele ou revestimento do intestino, 
impedindo a colonização dos agentes patogénicos nos peixes (Shoemaker et al., 2015). 
Comparando trutas-fário submetidas a stress após manuseamento e confinamento (2 
minutos) e o grupo controlo, verificou-se que a concentração de células mucosas na 
superfície da epiderme sofreu uma alteração significativa ao longo do tempo, tendo 
duplicado 7 dias pós-stress, retomando valores semelhantes ao grupo controlo ao 14º 
dia. Apesar de terem existido diferenças significativas os autores não consideram que a 
avaliação das células mucosas seja eficiente como indicador de avaliação de stress, uma 
vez que a sua modificação é retardada (Pickering et al., 1982). No entanto, observou-se 
que em pele de truta-fário exposta a cortisol, in vitro, durante 24 horas, a produção de 
muco aumentou, apesar do número de células mucosas epidérmicas não apresentar 
alterações significativas (Van der Salm et al., 2002).  
A resposta terciária (stress crónico) inclui alterações na função do sistema 
imunológico, na resistência a doenças, no crescimento e desenvolvimento, e no estado 
reprodutivo dos animais (FSBI, 2002; Wu et al., 2015). O cortisol é um reconhecido elo de 
ligação entre a condição de stress e o estado imunológico em peixes. Quando se verifica 
um aumento da concentração desta hormona, as células envolvidas na resposta imune 
que contêm recetores para o cortisol suprimem diversos aspetos da função imune. 
Trutas-fário com implantes intraperitoneais com libertação de cortisol, sujeitas a stress 
crónico (2 - 4 semanas), evidenciaram um aumento dos níveis de cortisol plasmático 
desde 1 a 4 ng/mL para 10 ng/mL, o que foi suficiente para aumentar a suscetibilidade 
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dos animais a agentes patogénicos presentes no meio natural (Pickering e Pottinger, 
1985). 
A relação entre densidades de manutenção inapropriadas e a redução do crescimento 
e da competência imunológica tem-se verificado, estando associada a diferentes fatores, 
como a interação social e deterioração da qualidade da água afetando, 
consequentemente, o consumo de ração e a eficiência de conversão dos peixes 
(Yarahmadi et al., 2015). Num trabalho comparativo entre altas e baixas densidades de 
manutenção de trutas-arco-íris, nos parâmetros utilizados na avaliação do estado imune 
dos peixes foram incluídos os níveis séricos de lisozima, a contagem de leucócitos e as 
percentagens de linfócitos, monócitos e neutrófilos. Os valores de lisozima foram 
significativamente diferentes entre os dois grupos (alta densidade: 296,93 U/mL; baixa 
densidade: 369,26 U/mL). Os resultados obtidos mostram que trutas-arco-íris mantidas 
em altas densidades tinham uma contagem significativamente menor de leucócitos. As 
percentagens de linfócitos, monócitos e neutrófilos não mostraram diferenças 
significativas entre os dois grupos, tendo-se verificado que a percentagem de linfócitos e 
neutrófilos foi maior nos animais mantidos a alta densidade (Yarahmadi et al., 2015). No 
entanto, num estudo que envolvia a manutenção de salmão-do-Atlântico (Salmo salar), 
em diferentes densidades num período de 10 semanas, mostrou que a atividade da 
lisozima aumentou significativamente nas primeiras semanas, o que não aconteceu no 
restante tempo de ensaio. Este trabalho concluiu que os animais mantidos a baixa 
densidade apresentavam pesos finais superiores aos mantidos em alta densidade (stress 
crónico). As densidades de manutenção (baixa, média e alta) afetaram significativamente 
a taxa de crescimento (107,36%; 105,73% e 103,24%, respetivamente), a taxa de 
crescimento específico (1,04 %/dia; 1,03 %/dia e 1,01 %/dia, respetivamente) e a taxa de 
conversão alimentar (0,94; 0,96 e 0,98, respetivamente) (Liu et al., 2015).  
Num estudo realizado em trutas-fário, induzindo o stress nos animais, por 
manuseamento e confinamento (durante 2 minutos) não foram registadas diferenças 
significativas nas concentrações de eritrócitos, neutrófilos, trombócitos, relativamente ao 
grupo controlo, e estas não se alteraram significativamente ao longo do tempo. Os 
linfócitos mostraram alterações nas suas concentrações ao longo do tempo, nos dois 
grupos, verificando-se uma concentração menor de linfócitos no grupo manuseado entre 
as 4 e as 72 horas pós-stress. Após 28 dias pós-stress, o peso médio corporal e o 
coeficiente de condição aumentaram, tanto no grupo sujeito a stress como no grupo 
controlo, não tendo sido verificadas diferenças significativas entre os dois grupos 





1.2.3. Avaliação do stress - Análise comportamental  
 
A utilização de parâmetros comportamentais na avaliação do bem-estar é referida 
como um indicador sensível das alterações que ocorrem a nível bioquímico e fisiológico 
em resposta ao stress, possuindo a vantagem de se observar facilmente, permitindo tirar 
conclusões imediatas, não havendo necessidade da utilização de métodos invasivos 
(Wolffrom, 2004). 
A Fisheries Society of the British Isles (FSBI) sugeriu uma lista de indicadores práticos, 
dos quais alguns podem ser utilizados na análise do comportamento (FSBI, 2002): 
alterações no padrão de coloração corporal; alteração dos movimentos operculares; 
alterações na natação e noutros padrões de comportamento e redução do alimento 
ingerido. 
As mudanças de cor podem ser classificadas como fisiológicas ou morfológicas. As 
primeiras são caracterizadas por mudanças de cor rápidas (minutos a horas), envolvendo 
o movimento de organelos que contêm pigmento no interior dos cromatóforos (Bagnara e 
Matsumoto, 2006). Esta mudança de cor é transitória e, dependendo dos sinais de 
estímulo, o animal retoma a coloração original ou adquire um estado intermédio. Por 
outro lado, as mudanças morfológicas são mais lentas, sendo originadas pela síntese ou 
destruição de grandes quantidades de pigmento contido na pele, e ocorrem em resposta 
a um estímulo persistente (Bagnara e Matsumoto, 2006). 
Existem vários tipos de células pigmentares, designadas por cromatóforos (expressam 
diferentes cores devido aos organelos pigmentares que contêm no seu interior), 
responsáveis pela coloração dos peixes, estando descrita a existência de: melanóforos 
(preto/castanho), iridóforos (iridescente), leucóforos (branco), xantóforos (amarelo/ 
laranja) e eritróforos (laranja/vermelho), sendo que os primeiros verificam-se tanto na 
derme como na epiderme (melanóforos dérmicos e epidérmicos), e os restantes 
localizam-se apenas na derme. Os melanóforos são indicados como os principais 
responsáveis pelas alterações de cor fisiológicas, apesar dos outros cromatóforos 
também terem alguma influência (Fujii, 2000). Os melanóforos dérmicos estão envolvidos 
tanto nas mudanças de cor morfológica, uma vez que são os responsáveis pelo 
fornecimento da maior parte da pigmentação escura dos peixes, como nas mudanças de 
cor fisiológica, onde são extremamente ativos. Normalmente, estes cromatóforos 
encontram-se na porção superior da derme, abaixo da lâmina basal, e caracterizam-se 
por serem células grandes com amplas dendrites. Os melanóforos epidérmicos estão 
principalmente envolvidos na mudança de cor morfológica, pelo aumento ou diminuição 
da melanina depositada na epiderme; a nível das alterações de cor fisiológicas não são 
significativos por apresentarem uma forma de fuso muito fina. Os restantes cromatóforos 
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referidos (iridóforos, leucóforos, xantóforos e eritróforos) estão envolvidos tanto nas 
alterações de cor morfológicas como fisiológicas (Bagnara e Matsumoto, 2006). 
Ambas as alterações de cor são mediadas primariamente pela ação da hormona 
estimulante de melanóforos (MSH - melanophore-stimulating hormone). A produção e 
libertação desta hormona ocorrem na pituitária, através dum estímulo provocado pelo 
hipotálamo. A atividade mais bem conhecida da MSH é o rápido estímulo da dispersão 
dos melanossomas no interior dos melanóforos, sendo que na sua ausência os 
melanóforos assumem configuração contraída, estando os melanossomas concentrados 
na sua porção central (perinuclear) (Fujii, 2000; Bagnara e Matsumoto, 2006). Nos peixes 
teleósteos, a maioria dos melanóforos localiza-se na derme (melóforos dérmicos) (Fujii, 
2000). 
Em tilápia (Oreochromis mossambicus) observou-se que, durante um episódio de 
stress, a glândula pituitária, para além de ACTH, liberta α-MSH, que induz a libertação de 
cortisol no tecido interrenal. A α-MSH é considerada a hormona principal causadora da 
dispersão dos grânulos de melanina nos melanóforos, provocando o escurecimento da 
pele (Van der Salm et al., 2004). 
Num estudo morfológico da pele de truta-arco-íris, as células pigmentares 
(cromatóforos), melanóforos, xantóforos e iridóforos verificaram-se apenas na derme. 
Foram descritas alterações nestas células decorrentes da exposição ao cortisol, sendo a 
mais notória verificada nos melanóforos, observando-se uma dispersão dos 
melanossomas através das extensões citoplasmáticas que penetrava a epiderme, 
provocando um escurecimento visível da pele (Iger et al., 1995). 
A alteração dos movimentos operculares em trutas-arco-íris foi realizada pela análise 
da taxa de ventilação, verificando-se que nos animais sujeitos ao transporte foi sempre 
elevada (130 respirações por minuto - após transferência para os tanques e 120 
respirações por minuto - 48 horas após o transporte), comparativamente aos valores de 
repouso de 53,1 ± 3,7 respirações por minuto (15 ºC) (Shabani et al., 2016).  
A nível das alterações na natação e de outros padrões comportamentais existem 
vários parâmetros que podem ser avaliados, como por exemplo: a distribuição na coluna 
de água; a postura do animal e a atividade locomotora (Merighe et al., 2004; Kittilsen et 
al., 2009a). 
A distribuição vertical na coluna de água foi já utilizada num estudo que analisou o 
efeito da cor do ambiente a nível do stress social em tilápia-do-Nilo (Oreochromis 
niloticus), com o objetivo de estudar a ocorrência de territorialidade e o desenvolvimento 
da posição espacial dos animais ao longo do tempo (Merighe et al., 2004). 
Durante um episódio de stress agudo, a elevada atividade locomotora é tipicamente 
associada a uma grande produção de cortisol (Kittilsen et al., 2009b). A análise da 
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atividade locomotora em salmões-do-Atlântico sujeitos a um episódio de stress agudo 
(confinamento), demonstrou a ocorrência de um perfil de natação ativa contra as 
paredes, assim como comportamentos de fuga. Neste mesmo estudo, a atividade 
locomotora durante o confinamento mostrou uma correlação linear positiva com as taxas 
de liberação de cortisol (Kittilsen et al., 2009a). Contrariamente, em trutas-arco-íris após 
transporte os animais denotavam uma menor atividade, observando-se uma natação 
calma e uma distribuição uniforme nos tanques. Após 24 horas os animais estavam mais 
próximos, encontrando-se numa protuberância existente no fundo do tanque, perto do 
fundo, verificando-se apenas natação esporádica (Shabani et al., 2016). A alteração do 
comportamento natatório é igualmente influenciada pela presença de outros indivíduos no 
tanque, como reportado em trutas-arco-íris juvenis, em que a percentagem de tempo de 
movimentação dos indivíduos isolados, com concentrações médias de cortisol < 10 
ng/mL, foi menor comparativamente aos indivíduos sujeitos à junção de um coespecífico 
de tamanho inferior, com concentrações médias de cortisol < 60 ng/mL (Øverli et al., 
2002). 
A inibição do apetite é bastante proeminente em salmonídeos sujeitos a stress, sendo 
em parte mediada por neurotransmissores e hormonas envolvidas na resposta fisiológica 
ao stress. A avaliação deste parâmetro pode ser realizada através da verificação do 
tempo que decorre até à retoma da alimentação e da reação que os animais têm quando 
o alimento é administrado (Kittilsen et al., 2009a). Em trutas-fário sujeitas a um episódio 
de stress agudo (manipulação + confinamento), verificou-se um decréscimo acentuado do 
alimento ingerido, nos três dias seguintes (Pickering et al., 1982). Tipicamente, em peixes 
sujeitos a stress, verifica-se uma redução da atividade alimentar; no entanto, a mesma 
resposta ao stress pode originar um aumento no gasto de energia, que tem que ser 
compensada. Esta compensação pode ser verificada através de um aumento do 
consumo de oxigénio e pela existência de uma rápida taxa de perda de proteínas e 
lípidos (Tocher e Glencross, 2015). 
Através da análise de parâmetros bioquímicos e fisiológicos foram verificados níveis 
de stress elevados em carpas comuns aclimatadas a temperaturas de 32 ºC. Estes 
animais apresentaram perda de apetite, natação irregular e ingestão de ar à superfície da 
água (Ahmad et al., 2011). 
 
1.3. Salmo trutta (Linnaeus, 1758) 
 
A espécie Salmo trutta está integrada no reino Animalia, filo Chordata, classe 
Actinopterygii, ordem Salmoniformes, família Salmonidae e género Salmo (Santos, 2014; 
IUCN, 2016). 
Capítulo 1. Introdução 
15 
 
Em Portugal é comercialmente denominada por truta-marisca ou truta-comum (DR, 
2004), e em inglês é comummente referida como sea trout ou brown trout (IUCN, 2016). 
O estatuto de conservação desta espécie a nível mundial, segundo a International Union 
for Conservation of Nature (IUCN), indicado no livro vermelho das espécies ameaçadas, 
é referido como pouco preocupante (IUCN, 2016). 
A nível morfológico, nos exemplares adultos o tipo de coloração mais frequente 
caracteriza-se por um dorso castanho a cinzento esverdeado, flancos acastanhados ou 
acinzentados (onde se verificam manchas negras e vermelhas/alaranjadas) e ventre 
amarelado ou esbranquiçado. Os animais juvenis apresentam o mesmo tipo de 
coloração, mas com tonalidades mais escuras comparativamente aos adultos. A 
coloração das trutas-fário altera-se mediante vários fatores, como a idade, qualidade da 
água, habitat e estação do ano (Novais, 2012; Santos, 2014). O comprimento e o peso 
máximo dos animais variam dependendo do habitat onde se encontram, no rio 70 cm e 4 
a 5 kg e no lago 100 cm e 15 kg (Novais, 2012). Na Península Ibérica raramente são 
encontrados indivíduos com mais de 50 cm e 2 kg (Santos, 2014), e em Portugal as 
dimensões mais frequentes situam-se entre os 20 e os 40 cm (Novais, 2012). Embora 
exista o registo de trutas capturadas com 20 anos de idade, a maioria vive menos tempo, 
sendo que nas populações anádromas é raro viverem mais de 10 anos (Novais, 2012). 
Esta espécie é indígena dos rios da Europa, norte de África e parte da Ásia, a norte 
dos Himalaias (Lourenço, 2004; Rocha, 2011), estando distribuída essencialmente na 
Europa (Novais, 2012). Nos finais do séc. XIX e na primeira metade do séc. XX, 
implementou-se a introdução desta espécie em pelo menos 24 países não pertencentes à 
Europa, passando a ter uma distribuição mundial (Novais, 2012). Em Portugal encontra-
se nas bacias hidrográficas dos rios Minho, Lima, Cávado, Ave, Douro, Vouga e 
Mondego, e ainda na região noroeste do Rio Tejo (Lourenço, 2004). 
É considerada como sendo um bom bioindicador da qualidade de massas de água 
doce a nível mundial, por ser exigente em termos de habitat e qualidade da água (Novais, 
2012). Encontra-se em rios com águas correntes e frias (resistindo mal a temperaturas 
superiores a 22 ºC), preferindo zonas bem oxigenadas, com saturações a rondar os 80%, 
e com elevada velocidade de corrente (Lourenço, 2004; Rocha, 2011). A profundidade da 
água tem especial importância na escolha do habitat, uma vez que, com o aumento do 
tamanho, os animais preferem zonas de correntes mais profundas (Novais, 2012). Apesar 
de terem capacidade para uma natação ativa, passam a maior parte do tempo junto ao 
fundo onde vivem e se alimentam (Rocha, 2011; Novais, 2012). 
Esta espécie é carnívora, utilizando a predação para a captura do alimento. Enquanto 
os alevins e os juvenis ingerem essencialmente invertebrados aquáticos, comendo 
raramente invertebrados terrestres e pequenos peixes, os adultos, para além dos 
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invertebrados, também se alimentam de peixes e anfíbios. A dieta exata varia de acordo 
com o habitat, a estação do ano, o tamanho e a idade dos animais (Rocha, 2011; Santos, 
2014). 
A maturidade sexual é atingida aos dois anos nos machos e aos três nas fêmeas 
(Rocha, 2011). A altura da reprodução ocorre no Outono ou Inverno, sendo que em 
Portugal se verifica entre Novembro e Dezembro (Lourenço, 2004; Santos, 2014). Nesta 
altura os animais concentram-se em locais preferencialmente pouco profundos, com 
cascalho grosseiro e corrente rápida. Após o primeiro ano de vida, os alevins migram 
para outros rios, para lagos, ou para estuários, ou permanecem no rio de origem 
(Lourenço, 2004; Rocha, 2011).  
Existe alguma polémica na classificação taxonómica da espécie Salmo trutta uma vez 
que existem diferentes grupos morfológicos e genéticos identificados (Lourenço, 2004). 
Dentro desta espécie são considerados diferentes morfotipos (também designados por 
espécies ou subespécies) referentes aos distintos ambientes onde os animais são 
encontrados (Novais, 2012), existindo em Portugal (Lourenço, 2004): 
 
 Salmo trutta f. truta - comummente denominada por truta-marisca. Realiza migração 
anádroma, crescendo no mar e migrando para água doce com o objetivo de se 
reproduzir (Lourenço, 2004; Novais, 2012). É autóctone do nosso país e encontra-se 
apenas nas bacias hidrográficas do Minho e Lima, sendo então, pouco abundante e 
está classificada no estatuto de conservação como criticamente em perigo (Lourenço, 
2004; Novais, 2012; ICNF, 2016). 
 
 Salmo trutta f. lacustris - conhecida vulgarmente por truta-lacustre ou truta-de-lago, por 
viver em lagos. Em 2004, não existiam exemplares no nosso país, no entanto, foi 
realizada uma tentativa da sua introdução (Lourenço, 2004). 
 
 Salmo trutta f. fario - designada vulgarmente por truta-fário, truta-de-rio, truta-comum, 
truta-dos-regatos, truta-sapeira ou truta-pinta (Lourenço, 2004; Novais, 2012; Santos, 
2014). Vive exclusivamente em água doce. É autóctone, sendo frequente nas bacias 
hidrográficas dos rios Minho, Lima, Cávado, Ave, Douro, Vouga e Mondego e na 
região Noroeste da bacia do rio Tejo. (Lourenço, 2004; Novais, 2012), está classificada 
no estatuto de conservação como pouco preocupante (ICNF, 2016). Este morfotipo 
pode ainda ser designado por: Salmo trutta forma fario (Kaya e Erdem, 2009); Salmo 
trutta morfa fario (Novais, 2012); Salmo truta m. fario (Zalewski et al., 1985); Salmo 
trutta ssp. fario (Lourenço, 2004) e Salmo trutta fario (Castro et al., 1999). 
 





A condição física do animal é a medida de bem-estar mais utilizada, podendo ser 
verificada através do fator de condição, da existência de anomalias morfológicas ou 
lesões, resultantes de agressão provocada por coespecíficos, da ocorrência de doenças, 
redução da taxa de crescimento, e inibição da capacidade reprodutiva (FSBI, 2002; 
Huntingford e Kadri, 2008).  
Tem sido amplamente discutido que para uma correta avaliação do bem-estar animal 
é necessário verificar a condição física, o estado fisiológico e comportamental dos 
indivíduos, uma vez que nenhum destes itens é confiável isoladamente, apesar de 
estarem interrelacionados (Oliveira e Galhardo, 2007; Huntingford e Kadri, 2008; Ross e 
Ross, 2008b). O estudo das alterações comportamentais em reposta a condições 
adversas é vantajoso, já que muitas das vezes é possível inferir essas perturbações 
rapidamente através de observação direta dos animais (Wolffrom, 2004). 
Apesar de ser recomendado legalmente um período de aclimatação dos animais 
utilizados em experimentação científica (UE, 2010), na literatura específica em peixes, na 
grande maioria dos casos apenas é referido o tempo de aclimatação realizado (Pickering 
et al., 1982; Flodmark et al., 2002; Acerete et al., 2004; Liu et al., 2015; Wu et al., 2015; 
Jia et al., 2016), não estando claros os métodos empregues para a verificação do bem-
estar dos animais, nem se ocorre a retoma do seu estado normal ao longo do tempo 
estipulado. Acresce o fato de especificamente em peixes, os lotes experimentais serem 
frequentemente adquiridos e transportados para o laboratório antes do início do estudo, o 
que associa uma condição de stress prévia que provoca mudanças no estado fisiológico 
e comportamental do animal que perduram durante um período subsequente (Obernier e 
Baldwin, 2006). Por este motivo, é de extrema importância que o animal restabeleça a 
sua homeostasia e retome o seu estado fisiológico e comportamental, de forma a garantir 
que o estudo não é enviesado pelas alterações provocadas pelo stress sofrido (Obernier 
e Baldwin, 2006).  
Contudo, existe um número muito limitado de dados relativos ao tempo ideal de 
aclimatação em espécies de peixe, e a maioria foca-se apenas na avaliação da alteração 
de um parâmetro específico, por exemplo a temperatura da água (Wysocki et al., 2009; 
Logan e Somero, 2010) ou a salinidade (Urbina et al., 2013), e na análise da resposta 
dos animais perante essa mudança.  
Neste contexto, a presente dissertação tem como principal objetivo estabelecer e 
parametrizar o tempo mínimo e ideal de aclimatação de indivíduos juvenis de Salmo trutta 
f. fario (truta-fário), com aproximadamente 1 ano de idade, em condições laboratoriais 
(em biotério), após um episódio de stress agudo (transporte). Para tal, monitorizaram-se 
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os animais durante 42 dias (com amostragens periódicas às 12 horas, 7, 14, 28 e 42 
dias) após o episódio de transporte. Selecionaram-se um conjunto de parâmetros 
considerados como potenciais alvos para monitorizar a evolução dos animais ao longo do 
tempo. A análise multiparamétrica incluiu entre outros: parâmetros comportamentais 
(localização dos animais no tanque, movimentação dos peixes, posição vertical dos 
peixes no tanque, existência de movimentações anormais e coloração dos peixes); perfil 
alimentar (análise do tempo em que o primeiro peixe reagiu ao alimento, reação dos 
animais ao alimento e quantidade de ração consumida); condição física (peso, fator de 
condição, comprimento total e standard, peso fígado e rim, índice hepatossomático e 
nefrossomático); bioquímica sanguínea/plasmática (incluindo valores de colesterol, 
triglicerídeos, glucose, hemoglobina, potássio, e percentagem do hematócrito). 
Complementarmente, realizaram-se outras determinações como a análise qualitativa da 
cor dos animais, e avaliação quantitativa das áreas pigmentadas dos fragmentos e dos 
cortes histológicos de pele; a análise histo-morfológica do rim anterior, a determinação do 
cortisol por imuno-histoquímica, a análise estereológica do volume nuclear médio 
ponderado pelo volume do núcleo das células interrenais e a quantificação dos níveis 
plasmáticos do cortisol. Pretende-se no final aferir um conjunto de ferramentas que no 
seu conjunto permitam a avaliação da condição física, e dos estados fisiológico e 
comportamental dos animais após um episódio de stress, o que possibilitará estabelecer 
o tempo necessário para que trutas-fário juvenis retomem o seu estado de bem-estar, 
pelo menos nas condições aqui descritas. 
A eleição da truta-fário como modelo experimental neste estudo baseou-se desde logo 
no interesse económico desta espécie autóctone, associado ao seu uso em diversas 
áreas de investigação. Adicionalmente, têm sido realizados estudos in vivo (Schubert et 
al., 2008) e in vitro (Madureira et al., 2015; Madureira et al., 2016) em truta-fário que 
assumem um período de aclimatação, muitas vezes com base em parâmetros major, 
incluindo a reação ao alimento e a condição física dos animais. Assim, com este estudo é 
expectável definir sistematicamente critérios mais refinados, idealmente não invasivos, 





Capítulo 2. Material e métodos 
 
2.1. Sistema de ensaio e animais 
 
O sistema de ensaio consistiu em 9 tanques, cada um com uma capacidade total para 
126 L. Os animais foram mantidos em aproximadamente 100 L de água doce desclorada 
no decorrer de toda a experiência. Previamente ao início do ensaio, em todos os tanques 
foram ativados os filtros biológicos de forma a garantir valores de amónia não ionizada - 
amoníaco (NH3) e nitrito (NO2-) adequados ao intervalo recomendado para a espécie (< 
0,02 mg/L e 0,1 mg/L, respetivamente) (MacIntyre et al., 2008). Para a ativação do filtro 
biológico, a cada um dos tanques foi acoplado um filtro externo (SunSun®, HW-402, 1000 
L/h) com biobolas e lã de vidro e inserida uma pedra difusora, alimentada por uma bomba 
de ar (Resun®, LP-60; 70 L/min). Periodicamente, tendo em conta os valores de NH3 e 
NO2- medidos, foi adicionado cloreto de amónio(NH4Cl), de modo a manter a atividade e a 
proliferação do filtro biológico. Antes da introdução dos animais no sistema de ensaio os 
valores médios de NH3 e NO2- registados foram de 0,000 mg/L (± 0,000) e 0,005 mg/L (± 
0,007), respetivamente. 
Para o ensaio foram adquiridos ao Posto Aquícola do Torno (Amarante, Portugal) 
cerca de 180 juvenis de truta-fário (Salmo trutta f. fario), com aproximadamente um ano 
de idade, tendo o seu transporte demorado aproximadamente 2 horas e 30 minutos. 
Todos os procedimentos com os animais foram realizados em conformidade com o 
Decreto-Lei Português No. 113/2013 (DR, 2013) que transpõe a Diretiva n.º 2010/63 da 
UE sobre a proteção dos animais para fins científicos (UE, 2010).  
Os animais foram distribuídos aleatoriamente pelos 9 tanques, tendo ficado cada um 
deles com aproximadamente 20 peixes. Em cada um dos tanques foi instalada uma rede 
de proteção, e nos tanques da bateria I foi colocado um espelho (com inclinação de 45º), 
como ilustrado na Figura 2A, facilitando assim a visualização dos animais com a mínima 
interferência externa possível. A localização da adução de água, assim como da pedra 
difusora foi previamente definida no mesmo local em todos os tanques. O fotoperíodo 
fixado foi de 12/12 horas de luz/escuridão, segundo regulação automatizada da luz 




Figura 2. Sistema de ensaio. A - Espelho colocado em cima da rede de proteção dos tanques da 
bateria I, para permitir a visualização dos animais; B - Representação de 4 tanques constituintes 
do sistema de ensaio com indicação da altura a que cada uma das baterias (I e II) se encontrava 
do chão.  
 
2.2. Desenho experimental 
 
O ensaio teve uma duração total de 42 dias, com início a 19 de maio de 2015 e 
termino a 30 de junho do mesmo ano. Os 9 tanques foram distribuídos de forma 
randomizada conforme indicado na Figura 3.  
 
 
Figura 3. Esquema da distribuição dos tanques do sistema de ensaio. T - Tanque; I ou II – Bateria 
I ou II; 12h, 7d, 14d, 28d, e 42d - tempo após a chegada dos animais, horas (h) ou dias (d), em 
que foi realizada a colheita. 
 
Os tanques foram propositadamente divididos em duas baterias localizadas em dois 
patamares de altura, com exceção do T-12h que estava colocado ao nível do chão. A 
bateria I, constituída pelos tanques localizados no patamar superior (a 110 cm do chão), 
denominados de TI (tanque I), e a bateria II constituída pelos tanques do patamar inferior 




(a 30 cm do chão), denominados de TII (tanque II) (Figura 2B). A existência destes dois 
patamares permitiu diferenciar estes dois grupos, TI e TII, com base na perceção visual 
que os animais tinham do meio que os rodeava.  
As colheitas realizaram-se às 12 horas, 7, 14, 28 e 42 dias após a chegada dos 
animais. Os tanques correspondentes a cada um dos dias de amostragem foram 
atribuídos aleatoriamente entre a bateria I e II. 
Durante o ensaio registou-se a mortalidade em cada um dos tanques, bem como uma 
série de parâmetros físico-químicos e comportamentais que serão objeto de maior 
detalhe nos tópicos seguintes. 
 
2.2.1. Parâmetros físico-químicos da água  
 
Diariamente numa fase inicial e em dias alternados numa fase pós-estabilização dos 
sistemas foram analisados vários parâmetros da água, nomeadamente: NH3 (mg/L), NO2- 
(mg/L) (Fotómetro Palintest®, 7000 SE e pastilhas de NH3 - PM 152 e NO2- - PM 109), 
cloro (mg/L) (Sera®, Cl-Test), dureza (°dgH) (Sera®, gH-Test,), pH (WTW, pH 530), 
temperatura (°C) e oxigénio dissolvido (mg/L) (HACH, HQD 40d multi). Adicionalmente 
foi realizado o cálculo da alcalinidade, tendo em conta que, 1 ºdGH é igual a 17,9 mg/L 
de CaCo3 (Porto, 2014). Os valores de referência são apresentados na Tabela 3. 
A seleção dos tanques para a amostragem de água foi realizada alternando entre os 
tanques TI e TII, sendo a água de cada tanque analisada a cada dois dias numa fase 
inicial, e de quatro em quatro dias numa fase posterior do ensaio, até ao respetivo dia da 
colheita dos animais. Nos casos em que se verificaram valores superiores aos 
recomendados efetuaram-se trocas de água parciais com controlo diário dos parâmetros 
até se atingir os níveis ideais para a espécie.  
 
Tabela 3. Parâmetros físico-químicos da água recomendados para peixes salmonídeos (MacIntyre 
et al., 2008) e truta (Molony, 2001). 
Parâmetros da água Limites recomendados 
pH 6,5-8,5 
Alcalinidade (CaCO3) > 20 mg/L  
Amónia não ionizada < 0,02 mg/L 
Cloro < 0,003 mg/L 
Nitrito < 0,1 mg/L 
Oxigénio dissolvido 7 mg/L 





2.2.2. Registo comportamental  
 
O registo comportamental foi efetuado diariamente, intercalando o período da manhã 
com a tarde, de acordo com o reportado na Figura 4. A observação foi realizada em cada 
tanque durante um período total de 5 minutos, com registos de minuto a minuto, onde 
foram observados diferentes parâmetros (Figura 4 A a E). Em alguns casos (B, C e E), 
para cada um dos parâmetros foi atribuído um grau numérico que variou de 0 (alteração 
ao padrão normal de comportamento) a 1 (padrão normal de comportamento), de forma a 
permitir a posterior análise dos dados. Os parâmetros observados foram selecionados e 
adaptados de outros trabalhos publicados na área da análise comportamental de peixes 
(Merighe et al., 2004; Wolffrom, 2004; Kittilsen et al., 2009a). 
 
 
Figura 4. Folha de registo do comportamento dos peixes. As setas A a E assinalam os diferentes 
parâmetros observados. O registo foi realizado a cada minuto, durante 5 minutos. Para o 
parâmetro A (Localização), 1 a 4 e o quadrado vermelho indicam a secção de localização dos 
animais; para os parâmetros B (Movimentação), C (Posição vertical no tanque) e E (Coloração) 0 
e 1 discriminam a alteração ao padrão normal de comportamento e padrão normal de 
comportamento, respetivamente; para o parâmetro B (Movimentação), P - parados e M - em 
movimento; para o parâmetro C (Posição vertical no tanque), FT - fundo do tanque e CA - coluna 
de água; para o parâmetro E (Coloração), EM - coloração escura/média e MC - coloração 
média/clara.  
 
De acordo com a folha de registo apresentada na Figura 4 avaliaram-se os seguintes 
parâmetros comportamentais: 
 




A. Localização – Registo da secção do tanque onde os peixes se encontravam durante 
o minuto de observação. Cada tanque foi dividido em 4 quadrantes iguais, existindo 
uma 5ª secção ao centro do tanque (indicada a vermelho na Figura 4). A localização 
dos peixes foi registada em função da posição ocupada por mais de 50% dos 
animais, em uma ou mais secções. 
 
B. Movimentação – O registo foi realizado atendendo se mais de 50% dos peixes se 
encontravam parados ou em movimento.  
 
1) P (parados) – Mais de 50% dos peixes encontravam-se no mesmo local do 
tanque durante o minuto de observação, não existindo uma natação fluente. 
Grau atribuído: 0. 
 
2) M (em movimento) – Mais de 50% dos peixes deslocavam-se pelo tanque, sendo 
nítida a existência de natação, excluindo-se a movimentação provocada pela 
deslocação da água. Grau atribuído: 1. 
 
C. Posição vertical no tanque – O registo foi realizado pela verificação de que 
aproximadamente 50% dos peixes se encontravam na coluna de água ou pousados 
no fundo do tanque.  
 
1) FT (fundo do tanque) – Aproximadamente 50% dos peixes encontravam-se 
pousados no fundo do tanque, não se verificando movimento das barbatanas 
peitorais. Grau atribuído: 0. 
 
2) CA (coluna de água) – Aproximadamente 50% dos peixes, parados ou em 
movimento, localizavam-se na coluna de água, verificando-se movimento das 
barbatanas peitorais. Grau atribuído: 1. 
 
D. Movimentação anormal – Os peixes apresentavam comportamentos de natação 
anormais, tanto a nível da velocidade de natação como da sua posição em relação à 
coluna de água. O registo foi efetuado indicando o número de vezes em que se 
verificou movimentação anormal durante o minuto de observação. 
 




1) EM (escura/média) – Cerca de 50% dos peixes apresentavam uma cor entre 
escura a média. Grau atribuído: 0. 
 
2) MC (média/clara) – Cerca de 50% dos peixes apresentavam uma cor entre média 
a clara. Grau atribuído: 1. 
 
2.2.3. Registo comportamental alimentar 
 
O registo comportamental alimentar foi efetuado em dias consecutivos, até os animais 
começarem a reagir ao alimento, e em dias alternados no restante período de tempo, por 
norma no período da manhã, de acordo com o procedimento detalhado na Figura 5. A 
observação foi realizada em cada tanque durante um período de 5 minutos, observando 
diferentes parâmetros (F a H). Em alguns parâmetros, a cada uma das categorias foi 
atribuído um grau numérico, sendo que para a reação dos peixes ao alimento (G), variou 
entre o grau 0 e 3 (grau 0 - maior alteração ao padrão normal de comportamento e grau 3 
- padrão normal de comportamento) e para a ração consumida (H) o grau variou entre 0 e 
2 (grau 0 - maior alteração ao padrão normal de comportamento e grau 2 - padrão normal 
de comportamento). Os parâmetros registados basearam-se em dados já publicados na 
literatura para este tipo de análise (Wolffrom, 2004; Kittilsen et al., 2009a). 
 
 
Figura 5. Folha de registo do comportamento alimentar dos peixes. As setas F a H indicam os 
diferentes parâmetros avaliados. A observação foi realizada durante 5 minutos. Para os 
parâmetros G (Reação dos peixes ao alimento) e H (Ração consumida), 0 representa o grau de 
maior alteração ao padrão normal de comportamento, e 3 (G) e 2 (H), descrevem o padrão normal 
de comportamento. 
 




De acordo com a folha de registo apresentada na Figura 5 consideraram-se os 
seguintes parâmetros na avaliação do comportamento alimentar: 
 
F. Tempo de reação – Registo do intervalo de tempo (em segundos) desde a 
introdução da ração no tanque até à ingestão por pelo menos um peixe. 
 
G. Reação dos peixes ao alimento – Registo da reação dos peixes ao alimento durante 
o tempo de observação. Este parâmetro dividiu-se em 4 categorias, sendo assinalada 
apenas uma:  
 
1) Mais de 50% dos peixes não reage ao alimento. Grau atribuído: 0. 
 
2) Mais de 50% dos peixes come apenas a ração que cai à sua frente, não se 
movimentando para apanhar o alimento. Grau atribuído: 1. 
 
3) Mais de 50% dos peixes movimenta-se em direção à ração, mas volta à sua 
posição inicial nos intervalos de captura. Grau atribuído: 2. 
 
4) Mais de 50% dos peixes movimenta-se continuamente ao longo do tanque em 
busca de alimento. Grau atribuído: 3. 
 
H. Ração consumida – Este parâmetro foi dividido em 3 categorias, definidas em 
função da proporção de alimento ingerido pelos animais de cada tanque.  
 
1) Até 1/3 da ração foi consumida (até 8,33 g). Grau atribuído: 0. 
 
2) 1/3 a 2/3 da ração foi consumida (de 8,34 a 16,66 g). Grau atribuído: 1. 
 
3) Mais de 2/3 da ração foi consumida (de 16,67 a 25 g). Grau atribuído: 2. 
 
O intervalo de ração em gramas correspondente a cada categoria foi definido 
atendendo à quantidade máxima de ração estabelecida para administrar a cada tanque 
(25 g). O cálculo desta quantidade teve como base um estudo de Elliott (1976), para 
trutas-fário com 50 g, que refere que estas atingem um estado ótimo de energia quando 
consomem diariamente entre 2200 e 1700 calorias aproximadamente, para temperaturas 
da água entre os 16 e 19,5º C, respetivamente. Aproximadamente 2% do peso médio 
vivo de cada animal foi administrado, correspondendo a cerca de 2210 calorias diárias.  
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Os animais foram alimentados em dias alternados, com ração específica para a 
espécie (MicroBalanceTM, T-4 Optiline-sf 2P, energia digestível - 18,5 MJ/kg: proteína 
bruta - 43%; gordura bruta - 23%; cinzas - 5%; celulose - 3%; proteína total - 0,8%.). Após 
se aferir o ponto a partir do qual os animais começavam a reagir ao alimento, a ração foi 
administrada de forma faseada. De referir que, no dia anterior às colheitas, os animais 




Em cada colheita foram amostrados entre 12 a 15 animais (6 a 8 animais/tanque, 
quando aplicável) de forma aleatória, tendo sido efetuado o procedimento resumido e 
ilustrado na Figura 6.  
Para a eutanásia dos animais usou-se uma solução de 0,6 mL/L (dose considerada 
letal para salmonídeos) de etileno-glicol-monofenil-éter (Merck) (Iwama e Ackerman, 
1994) (Figura 6A). Seguidamente, fotografou-se o corpo inteiro do animal (Canon EOS 
450D), pesou-se (Figura 6B) e mediu-se o comprimento total e standard (cm). Através da 
veia caudal foi recolhido o máximo de sangue possível (seringa de insulina 1 mL; agulha 
25G x 5/8”) (Figura 6C), sendo este imediatamente transferido para um tubo revestido 
com heparinato de lítio (Vacuette, 1 mL) e devidamente agitado garantindo o contato 
eficaz do sangue com o anticoagulante. O sangue foi utilizado no momento da colheita 
para a análise bioquímica (descrita detalhadamente no ponto 2.5) e para determinar a 
percentagem do microhematócrito. Para o hematócrito, o sangue foi transferido para 
tubos de microhematócrito não heparinizados (comprimento aproximado: 75 mm +/- 0,5 
mm e Ø interno: 1,1-1,2 mm) e centrifugado a 14 500 g durante 5 minutos (LW Scientific, 
Combo V24), à temperatura ambiente (Figura 6D). O sangue sobrante destas 
determinações foi centrifugado a 800 g durante 10 minutos (VWR®, Micro Star 12) e o 
plasma obtido guardado a -20 °C para a determinação posterior dos níveis de cortisol (ver 
tópico 2.7.4). 
Adicionalmente, dois fragmentos retangulares de pele, com cerca de 0,8 cm2 
(aproximadamente 1 cm de comprimento e 0,8 cm de largura), um de cada lado do peixe, 
foram retirados de um ponto médio entre a linha média e a barbatana dorsal do animal 
(Figura 6E). Procedeu-se ao registo fotográfico dos fragmentos (Figura 6F), utilizando um 
estereomicroscópio (Olympus, SZX10), acoplado com uma máquina fotográfica digital 
(Olympus, DP21). Todas as fotografias foram adquiridas com uma ampliação de 1,25x. 
Após o registo fotográfico, os fragmentos de pele foram fixados numa solução de 
formalina tamponada a 10%. Finalmente, o fígado e o rim (Figura 6G) foram extraídos e 
pesados, tendo sido realizada, de imediato, a separação da porção posterior e anterior do 




rim (corte feito 0,5 cm abaixo da base dos lóbulos do rim anterior) (Figura 6H). A porção 
posterior foi descartada, pesando-se isoladamente a porção anterior que, juntamente com 
os outros órgãos, foi fixada em formalina tamponada a 10%. 
 
 
Figura 6. Esquema resumido do procedimento de amostragens. A - Eutanásia; B - Pesagem; C - 
Colheita de sangue; D - Determinação da percentagem de microhematócrito; E e F - Colheita e 
fotografia dos fragmentos de pele; G e H - Colheita do rim (linha a cheio – zona do corte realizado 
para separar o rim anterior do rim posterior; linha a tracejado – zona do corte para separação dos 
lóbulos do rim anterior). 
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Posteriormente foram calculados os índices somáticos do fígado e do rim, através da 
fórmula: (peso do órgão (g)/peso do animal (g)) x 100 (Sanchez et al., 2008) e o fator de 
condição (de Fulton) aplicando a fórmula: 100 x (peso do animal (g)/comprimento total 
(cm)3) (Froese, 2006). 
 
2.4. Processamento histológico 
 
Os fragmentos de pele e de rim anterior permaneceram durante 48 horas na solução 
fixadora e, findo esse período, foram transferidos para etanol a 70% até ao 
processamento. Antes do processamento histológico, o rim anterior foi cortado ao meio, 
pelo septo conjuntivo, de modo a separar os dois lóbulos, de acordo com a Figura 6H. 
O processamento histológico dos fragmentos seguiu um protocolo de rotina num 




Figura 7. Esquema representativo do processamento histológico de rotina. Cada etapa teve um 
período de duração de 1 hora, com exceção da formalina tamponada a 10% e o etanol a 70% (48 
horas em cada). 
 
A inclusão foi realizada utilizando um aparelho de inclusão (Leica, EG 1140 H). Os 
fragmentos de pele foram incluídos orientando os fragmentos de modo a que o corte 
fosse realizado no sentido crânio/caudal, ou vice-versa. Os fragmentos de rim anterior 
foram incluídos em conjunto, orientando a zona de separação dos lóbulos (linha a 
tracejado Figura 6H) para a face de corte. 
 
 




2.5. Análise bioquímica do sangue e plasma 
 
As análises bioquímicas do sangue foram realizadas no equipamento Reflotron Plus 
(Roche Diagnostics), tendo-se determinado os valores de colesterol (mg/dL), 
triglicerídeos (mg/dL), glucose (mg/dL), hemoglobina (g/dL) e potássio (mmol/L), usando 
as tiras reativas Reflotron específicas, de acordo com as recomendações do manual. 
Para cada análise usou-se 32 µL de sangue heparinizado, exceto no caso da 
determinação do potássio que foi realizada em plasma heparinizado. Periodicamente, 
efetuaram-se medições-controlo (tiras Reflotron Check), por forma a garantir o 
funcionamento do sistema ótico do equipamento. 
Sempre que os valores dos parâmetros analisados se encontravam abaixo do limite 
de quantificação do equipamento foi considerado um valor imediatamente abaixo do 
mínimo passível de ser medido. Assim para o colesterol, triglicerídeos, hemoglobina e 
potássio consideraram-se os seguintes valores: 99,9 mg/dL, 69,9 mg/dL, 4,99 g/dL e 1,99 
mmol/L, respetivamente. 
 
2.6. Análise da pele 
 
2.6.1. Determinação qualitativa da cor da pele  
 
Esta determinação foi realizada utilizando um referencial de 4 fotografias modelo 
correspondentes a diferentes magnitudes de coloração da pele do corpo inteiro dos 
animais, às quais foram atribuídos graus numéricos de 0 a 3. As fotografias foram 
classificadas como: cor escura (grau 0), cor intermédia escura (grau 1), cor intermédia 
clara (grau 2) e cor clara (grau 3) (Costa et al., 2016).  
As fotografias do corpo inteiro dos animais amostrados a cada um dos tempos foram 
comparadas com as fotografias modelo (Anexo I) e foi-lhes atribuído o grau 
correspondente. 
 
2.6.2. Determinação quantitativa da área pigmentada em fragmentos de pele 
 
A partir das fotografias dos fragmentos de pele determinou-se a percentagem de área 
pigmentada, em cada uma das imagens, recorrendo ao programa ImageJ (versão 
1.4.3.67) (Rasband, 1997). Em resumo, após a delimitação duma área central no 
fragmento de pele, correspondente a aproximadamente 0,45 cm x 0,45 cm (representada 
pelo quadrado amarelo na Figura 8A) efetuou-se um corte da imagem, obtendo-se 
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apenas a área selecionada para análise (Figura 8B). A imagem resultante foi convertida 
num binário preto e branco (Figura 8C), a partir do qual se obteve a percentagem de área 
escura, ou seja, a percentagem de área pigmentada (Costa et al., 2016). 
 
 
Figura 8. Determinação quantitativa da área pigmentada nos fragmentos de pele. A - Seleção de 
uma área central no fragmento de pele; B - Imagem da área selecionada, após corte da imagem 
em A; C - Binário preto e branco da imagem B.  
 
2.6.3. Determinação quantitativa da área pigmentada em cortes histológicos 
de pele 
 
Um dos fragmentos de pele de cada animal, escolhido aleatoriamente, foi cortado 
transversalmente, com auxílio de um micrótomo automatizado (Leica, RM2255). Por 
fragmento foram obtidas 5 séries equidistantes de 6 cortes a 5 µm, até se atingir 
aproximadamente 0,5 cm do fragmento (cerca de metade). De cada série, 2 cortes foram 
corados com hematoxilina – eosina (H&E), segundo protocolo descrito no Anexo II, 2 
cortes não corados foram analisados no programa ImageJ (versão 1.4.3.67) (Rasband, 
1997) e os últimos 2 cortes guardados como reserva. As lâminas para análise no ImageJ 
foram desparafinadas em xilol (2x), seguido de nova passagem por xilol e montagem em 
DPX (Sigma®). 
A determinação da área pigmentada nos cortes histológicos de pele foi realizada no 
programa ImageJ (Figura 9) através da análise de fotografias dos cortes (máquina 
fotográfica digital Olympus DP21, acoplada a um microscópio Olympus BX50, com 
aquisição feita com a objetiva 4x). Foi fotografado um corte de cada uma das 5 séries e 
determinada a percentagem de área pigmentada para cada uma delas. 
Após delimitação da área correspondente à epiderme e à zona superior da derme 
(Figura 9A) foi realizado um corte da imagem, obtendo-se um retângulo com a área 
selecionada (Figura 9B). Seguidamente, o fundo exterior à área marcada foi removido, 
obtendo-se uma imagem apenas com a área de interesse (Figura 9C). Convertendo a 




imagem num binário preto e branco o pigmento fica representado pela cor negra (Figura 
9D), podendo obter-se automaticamente a percentagem de área pigmentada. 
 
 
Figura 9. Determinação quantitativa da área pigmentada em imagens de cortes histológicos de 
pele (5 µm). A - Delimitação da epiderme e da zona superior da derme; B - Corte da área da 
epiderme e da zona superior da derme selecionada e respetiva área envolvente; C - Corte da área 










2.7. Análise do rim anterior  
 
2.7.1. Análise histo-morfológica do rim anterior  
 
A análise foi realizada em cortes (5 µm) de rim anterior de truta-fário após a coloração 
com H&E (segundo protocolo descrito no Anexo II) e tricrómio de Masson (segundo 
protocolo descrito no Anexo III). 
 
2.7.2. Determinação do cortisol por imuno-histoquímica  
 
O procedimento da imuno-histoquímica para a marcação de cortisol foi aplicado a 
cortes (5 µm) de rim anterior de truta-fário e a cortes (5 µm) de suprarrenal humana 
(controlo positivo). Os cortes utilizados foram previamente desparafinados em xilol e 
hidratados em uma série decrescente de etanol, seguido de água corrente e água 
destilada. A determinação de cortisol por imuno-histoquímica foi efetuada utilizando um 
anticorpo policlonal específico para cortisol indicado como sendo reativo em peixe 
(Antibodies-Online, ABIN1172934). Testaram-se várias diluições do anticorpo (1:10; 1:15; 
1:20; 1:25; 1:30; 1:50; 1:100), incluídas no intervalo recomendado pelo fabricante (1:10 a 
1:100). Foram igualmente realizados testes com e sem recuperação antigénica (tampões 
citrato e tris - ácido etilenodiamino tetra-acético), sendo esta última opção a recomendada 
pelo fabricante. Otimizou-se ainda a aplicação de diferentes cromogénios (3,3' 
diaminobenzidina - DAB e 3-amino-9-etilcarbazol - AEC). Em simultâneo aos diferentes 
testes, foram realizados sempre controlos negativos. O sistema de deteção utilizado foi o 
kit Max Polymer Detection System (NovoLinkTM). O protocolo utilizado seguiu os passos 
descritos em detalhe no Anexo IV. 
 
2.7.3. Determinação estereológica do volume nuclear médio ponderado pelo 
volume do núcleo das células interrenais 
 
O parâmetro estereológico volume médio ponderado pelo volume (?̅?𝑣) do núcleo das 
células interrenais foi determinado utilizando o método point sampled intercept (PSI), que 
é independente da forma do objeto a analisar (Gundersen e Jensen, 1985). O ?̅?𝑣  (µm
3) foi 
obtido semi-automaticamente através do programa CAST-Grid (versão 1.5, Olympus). O 
sistema consistiu num microscópio (Olympus, BX50), um microcator (Heidenhain, MT-
12), uma platina monitorizada (Prior Scientific) e uma câmara de vídeo CCD (Sony), 
conectado a um computador e monitor (Sony). Primeiramente, na objetiva de 4x a área 




correspondente ao tecido interrenal foi delimitada (Figura 10A) e, posteriormente, com a 
objetiva de 100x os campos amostrados de forma sistemática, através de movimentos 
graduais estabelecidos nas direções x e y. Um núcleo a ser medido deve estar situado no 
plano de foco e um dos pontos teste da grelha de leitura deve atingir o núcleo (Figura 
10B). Em seguida, um segmento de reta é traçado de uma extremidade à outra do núcleo 
e medido o seu comprimento (𝑙0). O ?̅?𝑣 é obtido através da fórmula: ?̅?𝑣 = 𝜋 3 .  𝑙0̅
3⁄ . 
Um total de 6 animais (3 animais/tanque, com exceção do tanque amostrado às 12 
horas) foram selecionados aleatoriamente a cada tempo de amostragem. Para cada 
animal analisaram-se 2 cortes (5 µm), com espaçamento de 30 µm, corados com H&E. 
Em cada um dos cortes foram amostrados aproximadamente 100 núcleos. 
 
 
Figura 10. Determinação estereológica do volume nuclear médio ponderado pelo volume do 
núcleo das células interrenais. A - Tecido interrenal delimitado (1), numa imagem obtida com a 
objetiva de 4x; B - Marcação dos limites (x amarelos) de uma interseção de uma linha em um 
núcleo amostrado por um ponto, numa imagem obtida com a objetiva de 100x.  
 
2.7.4. Quantificação dos níveis plasmáticos do cortisol por Enzyme-Linked 
Immunosorbent Assay (ELISA) 
 
Para a quantificação dos níveis plasmáticos de cortisol por ELISA foram utilizados 200 
µL de plasma de 5 a 8 animais/tempo (12 horas, 7, 14, 28 e 42 dias). A seleção dos 
animais foi feita de modo aleatório e para os 7, 14, 28 e 42 dias, foram selecionados 2 a 4 
animais de cada um dos tanques. A quantificação dos níveis de cortisol plasmáticos foi 
realizada através de um kit colorimétrico de imunoensaio enzimático por competição 
(Enzo, CAT. NO.:ADI-900-071; LOT NO.:03101501C). Seguiu-se o protocolo indicado 
pelo fabricante (detalhado no Anexo V). Todas as análises foram feitas em duplicado e 
para todas as leituras foi feita uma curva de calibração, com uma série de padrões de 
cortisol. O kit tem um intervalo de leitura de 156 – 10 000 pg/mL de cortisol plasmático. 
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Após o período de incubação, a leitura da microplaca foi realizada num leitor de 
microplacas (Bio-Tek, PowerWaveTM 340) a um comprimento de onda de 405 nm.  
Tal como recomendado pelo fabricante, o tratamento dos dados para o cálculo dos 
resultados foi efetuado recorrendo a um programa específico para imunoensaio, com um 
ajuste de curva que utiliza logística de 4 parâmetros (4PL) (MyAssays, 2012). 
 
2.8. Análise estatística dos dados 
 
Para os parâmetros físico-químicos da água foram calculadas as médias e desvios 
padrão correspondentes aos valores medidos entre cada uma das colheitas (1-7, 8-14, 
15-28 e 29-41 dias). 
No registo comportamental, os parâmetros localização, movimentação, posição 
vertical no tanque e coloração foi calculada a moda dos valores durante os 5 minutos de 
observação em cada um dos tanques. Para o parâmetro localização, os dados obtidos 
foram transformados em graus numéricos de 0 a 2 (grau 0 - ocupação de 1 quadrante; 
grau 1 - ocupação de 2 quadrantes e grau 2 - ocupação de 3 ou mais quadrantes). Para o 
parâmetro movimentação anormal os registos foram convertidos em graus numéricos de 
0 a 1 (grau 0 - ausência de movimentação anormal e grau 1 - existência de 
movimentação anormal). Seguidamente foram calculadas as frequências com que cada 
um dos graus se verificou nos intervalos de tempo entre colheitas (1-6, 7-14, 15-28 e 29-
42 dias). Para os dados da localização aplicaram-se testes de qui-quadrado tanto para a 
comparação de todos os intervalos de tempo, como para a comparação destes intervalos, 
dois a dois (Quantpsy.org, 2010). Para os restantes parâmetros, usou-se o teste de qui-
quadrado, para a comparação de todos os intervalos de tempo e testes exatos de Fisher, 
na comparação dos intervalos de tempo, dois a dois (VassarStats, 2001). Para o 
parâmetro da localização foi ainda calculada a percentagem de ocupação de cada um 
dos quadrantes referente a cada tanque. 
No registo do comportamento alimentar, para os parâmetros reação dos peixes ao 
alimento e ração consumida foram calculadas as frequências com que cada um dos 
graus se verificou nos intervalos de tempo entre colheitas (1-6, 8-12, 14-26 e 28-40 dias). 
No parâmetro da ração consumida foi eliminado o grau 2, uma vez que apenas se 
verificou uma vez. Os resultados das frequências foram utilizados em análises de testes 
de qui-quadrado para o parâmetro reação dos peixes ao alimento (utilizado na 
comparação de todos os intervalos de tempo, e na comparação dos mesmos intervalos, 
dois a dois), teste de qui-quadrado (para a comparação de todos os intervalos de tempo) 
e testes exatos de Fisher (para a comparação dos intervalos de tempo, dois a dois) para 
o parâmetro ração consumida. 




Para o comprimento dos animais (standard e total), peso do animal, peso de cada um dos 
órgãos, fator de condição, percentagem de hematócrito, índices somáticos, parâmetros 
bioquímicos do sangue ou plasma, determinação qualitativa da cor da pele dos animais, 
percentagem de área pigmentada dos fragmentos e cortes histológicos de pele, ?̅?𝑣 do 
núcleo das células interrenais e níveis plasmáticos de cortisol os dados foram analisados 
recorrendo a análises de variância com um fator (one-way ANOVA) entre os vários 
tempos das colheitas, seguido de testes post-hoc (Tukey e Mann-Whitney U, neste caso 
com correção sequencial de Bonferroni) usando o software Past3 (versão 3.11)  
(Hammer, et al., 2001). Previamente, os pressupostos estatísticos de normalidade e 
homogeneidade de variâncias foram sempre verificados com os testes de Shapiro-Wilk W 
e de Levene, respetivamente. Como na maioria dos casos os dados não cumpriram os 
pressupostos, mesmo com transformações, adotou-se a ANOVA não paramétrica de 
Kruskal-Wallis, utilizando para comparações post-hoc o teste Mann-Whitney U com a 
correção sequencial de Bonferroni. Adicionalmente, efetuou-se uma análise de variância 
com dois fatores (two-way ANOVA) entre o tempo da colheita e posição do tanque 
(patamar superior ou patamar inferior). 
Correlações de Spearman (Socscistatistics, 2016) foram testadas entre o peso do 
animal e as concentrações plasmáticas de cortisol; o fator de condição e as 
concentrações plasmática de cortisol; o peso do animal e a glucose; o fator de condição e 
a glucose; o ?̅?𝑣 do núcleo das células interrenais e as concentrações plasmática de 
cortisol; a percentagem de área pigmentada dos fragmentos de pele e as concentrações 
plasmática de cortisol; a percentagem de área pigmentada dos cortes histológicos de 
pele e as concentrações plasmática de cortisol; a percentagem de área pigmentada dos 
fragmentos de pele e a percentagem de área pigmentada dos cortes histológicos de pele; 
o índice hepatossomático e o colesterol; o índice hepatossomático e os triglicerídeos e a 
glucose e as concentrações plasmática de cortisol. Adicionalmente foram avaliadas as 
regressões lineares (Statistica, versão 13.0) entre dia da colheita e as seguintes 
variáveis: ?̅?𝑣 do núcleo das células interrenais; concentrações plasmáticas de cortisol; 
índice hepatossomático; índice nefrossomático; fator de condição; potássio e 












Capítulo 3. Resultados 
3.   
 
3.1. Parâmetros físico-químicos da água 
À chegada dos animais foi recolhida uma amostra de água para análise de alguns 
parâmetros físico-químicos, especificamente, cloro (mg/L), pH, temperatura (°C) e 
oxigénio dissolvido (mg/L), estando os valores obtidos indicados na Tabela 4. 
Na Tabela 5 estão discriminados os valores médios dos parâmetros físico-químicos 
registados no decorrer do ensaio.  
 
Tabela 4. Parâmetros físico-químicos da água de transporte dos animais. 
Parâmetros Valor registado 
Cloro <0,02 mg/L 
pH 6,59 
Temperatura  15,00 °C 
Oxigénio dissolvido 20,17 mg/L 
 
 
Tabela 5. Parâmetros físico-químicos (médias e desvios padrão (DP)) água dos tanques ao longo 
do ensaio (para valores de cloro < 0,02 mg/L considerou-se 0,019 mg/L; para as leituras de 
amónia não ionizada com registo << estimou-se 0,00 mg/L). 
                           Dias 
Parâmetro 
1-7  8-14 15-28 29-42 
Média DP Média DP Média DP Média DP 
NH3 (mg/L) 0,01 0,01 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 
NO2- (mg/L) 1,96 1,59 0,91 0,72 0,57 0,49 0,31 0,24 
Cloro (mg/L) 0,02 0,00 0,02 0,00 0,02 0,00 0,02 0,00 
Dureza (°dgH) 7,47 1,41 6,64 0,57 6,38 0,63 5,42 0,86 
pH 7,61 0,14 7,29 0,17 7,31 0,10 7,34 0,17 
Temperatura (°C) 17,90 0,70 18,65 0,55 18,76 0,98 19,52 0,58 
Oxigénio dissolvido (mg/L) 8,79 0,33 8,60 0,27 8,45 0,32 8,02 0,37 









Inicialmente, os peixes encontravam-se distribuídos entre 1 e 3 ou mais quadrantes, 
no entanto, de forma gradual passaram a ocupar um menor número de quadrantes. A 
partir do 7º dia, com exceção pontual do 14º dia, o número de quadrantes ocupados 
variou entre 1 e 2 e do 29º dia em diante a ocupação foi maioritariamente restrita a um 
único quadrante (Figura 11A).  
Pelos testes de qui-quadrado foi possível verificar que o intervalo de tempo 1-6 dias 
diferiu significativamente dos restantes intervalos de colheita. O intervalo 15-28 dias foi 
igualmente distinto do 29-42 dias. A aplicação do teste entre os intervalos de tempo dos 
7-14 dias com os 15-28 e 29-42 dias não foi possível por existirem valores de frequência 
inferiores a 1, correspondentes ao grau 2 (ocupação de 3 ou mais quadrantes). 
O cálculo da percentagem de ocupação de cada um dos quadrantes referente a cada 
tanque (Tabela 6) mostra que a percentagem de ocupação de cada quadrante variou de 
tanque para tanque, tendo sido os quadrantes 1 e 2 os mais frequentemente ocupados. 
 
Tabela 6. Percentagem de ocupação de cada um dos quadrantes em cada um dos tanques. A 
cinzento-escuro estão assinaladas as percentagens de ocupação mais elevadas correspondentes 




Ao longo do tempo verificou-se uma tendência para a maioria dos peixes se 
encontrarem parados, sendo este comportamento constante a partir do 13º dia do ensaio 
Tanque 
% Ocupação do Quadrante 
1 2 3 4 5 
TI-7d 38 8 17 37 0 
TI-14d 30 17 4 50 0 
TI-28d 60 24 4 9 4 
TI-42d 16 65 15 5 0 
TII-7d 19 39 24 19 0 
TII-14d 50 7 7 36 0 
TII-28d 18 67 7 7 1 
TII-42d 6 16 8 6 64 




(Figura 11B). A aplicação de testes exatos de Fisher, indica diferenças significativas entre 
os intervalos de tempo dos 1-6 e 15-28 dias e 1-6 e 29-42 dias. 
 
3.2.3. Posição vertical no tanque 
 
Ao longo do ensaio verificou-se uma tendência para o decréscimo do posicionamento 
dos animais na coluna de água (grau 1) e um aumento do posicionamento no fundo do 
tanque (grau 0) (Figura 11C). A comparação entre todos os intervalos de tempo, pelo 
teste de qui-quadrado mostrou a existência de diferenças significativas entre tempos. 
Testes exatos de Fisher, para a comparação dos intervalos de tempo entre colheitas, dois 
a dois, indicaram diferenças significativas entre os intervalos de tempo 1-6 e 15-28 dias, 
1-6 e 29-42 dias, assim como entre 7-14 e 29-42 dias, e entre 15-28 e 29-42 dias. 
 
3.2.4. Movimentação anormal 
 
A existência de movimentações anormais (grau 1) diminuiu ao longo do tempo, tendo 
sido inexistente em todos os tanques a partir do 17º dia, com exceções pontuais 
registadas ao 24º e 25º dias (Figura 11D). A comparação realizada entre os intervalos de 
tempo, dois a dois (testes exatos de Fisher) mostrou a existência de diferenças 
significativas entre os intervalos de tempo 1-6 e 7-14 dias, 1-6 e 15-28 dias, 1-6 e 29-42 




Ao longo do tempo a coloração oscilou, tendo-se verificado inicialmente (até ao 5º dia) 
a cor média/clara (grau 1) em todos os tanques. Entre o 6º e 14 dia a mediana dos graus 
manteve-se no grau 1, contudo, observou-se a existência de grupos com cor 
escura/média (grau 2). No intervalo dos 15-42 dias, com exceção do 17º e 24º a 28º dias 
a mediana dos graus situou-se entre o grau 0 e 1, indicando uma tendência para o 
escurecimento do grupo de animais (Figura 11E). A aplicação do teste de qui-quadrado 
mostrou a existência de diferenças significativas entre os intervalos de tempo. Os 
seguintes intervalos de tempo diferiram significativamente (testes exatos de Fisher): 1-6 e 


















Figura 11. Parâmetros relativos ao registo comportamental ao longo dos 42 dias de ensaio. A - 
Localização (grau 0 - ocupação de 1 quadrante; grau 1 - ocupação de 2 quadrantes e grau 2 - 
ocupação de 3 ou mais quadrantes); B - Movimentação (grau 0 - parados e grau 1 - em 
movimento); C - Posicionamento vertical no tanque (grau 0 - fundo do tanque; grau 1 - coluna de 
água); D - Movimentação anormal (grau 0 - ausência de movimentação anormal; grau 1 - 
existência de movimentação anormal); E - Coloração (grau 0 - escura/média e grau 1 - 
média/clara). Os valores representados correspondem às medianas com os respetivos máximos e 
mínimos. Os dias das colheitas estão realçados a preto. As diferenças significativas (p < 0,05) 
existentes entre os intervalos de tempo pelos testes de qui-quadrado ou pelos testes exatos de 
Fisher estão assinaladas com diferentes letras na parte inferior de cada gráfico; * e ** indicam os 
intervalos de tempo que não foram possíveis comparar, no teste de qui-quadrado, por existirem 
valores de frequência inferiores a 1. 
 
3.3.  Registo comportamental alimentar 
 
3.3.1. Tempo em que o primeiro peixe reagiu ao alimento 
 
A tendência geral ao longo do tempo mostrou uma diminuição do tempo em que o 
primeiro peixe reagiu ao alimento. No primeiro dia de ensaio em nenhum dos tanques 
houve reação dos peixes ao alimento durante o tempo de observação, tendo a reação 
acontecido ao 2º dia (com um mínimo e máximo de resposta de 5,0 e 180,0 segundos, 
respetivamente). Entre o 2º e o 22º dia o tempo de reação variou de 0,0 e 180,0 
segundos. No 24º dia, em todos os tanques ocorreu uma reação instantânea após a 








3.3.2. Reação dos peixes ao alimento 
 
No primeiro dia de ensaio os peixes em todos os tanques analisados reagiram da 
mesma forma, tendo sido registado o grau 0 (mais de 50% dos peixes não reage ao 
alimento). Ao longo do tempo verificou-se uma alteração gradual da reação dos peixes ao 
alimento, verificando-se que a partir do 30º dia, em todos os tanques, mais de 50% dos 
peixes se movimentava continuamente ao longo do tanque em busca de alimento (grau 
3) (Figura 12A). 
Durante o tempo de observação o grau 1 (mais de 50% dos peixes come apenas a 
ração que cai à sua frente, não se movimentando para apanhar a comida) nunca se 
verificou, e por isso a sua frequência não foi considerada na aplicação dos testes de qui-
quadrado. A comparação das frequências de cada um dos graus entre todos os intervalos 
de tempo mostrou a existência de diferenças significativas. A comparação dos intervalos 
de tempo, dois a dois, demonstrou que o intervalo de tempo 1-6 dias diferiu 
significativamente do intervalo 8-12 dias, 14-26 dias e do 28-40 dias. O intervalo de 
tempo 8-12 dias também mostrou diferenças significativas relativamente aos tempos 14-
26 dias e 28-40 dias. Foi ainda indicada diferença significativa entre os intervalos de 
tempo 14-26 e 28-40 dias. 
 
3.3.3. Ração consumida 
 
Até ao 6º dia apenas foi registado o grau 0 (até 1/3 da ração foi consumida), no 
entanto, o consumo da ração aumentou gradualmente até ao dia 18º dia, onde 1/3 a 2/3 
da ração foi consumida. Este valor manteve-se até ao dia 28º dia, tendo depois oscilando 
até aos 40 dias (Figura 12B). 
O teste de qui-quadrado mostrou a existência de diferenças significativas entre os 
intervalos de tempo analisados. A análise com testes de Fisher entre os intervalos de 
tempo, dois a dois, mostraram que o intervalo de tempo 1-6 dias diferiu significativamente 
dos 8-12 dias, 14-26 dias e 28-40 dias, assim como o intervalo de tempo 8-12 dias diferiu 











Tabela 7. Tempo (segundos) de reação ao alimento durante 5 minutos. NR - Nenhum peixe reagiu 
ao alimento; NA - Não foi alimentado; 0,0 segundos - Corresponde a uma reação instantânea. 
Tanque 
Dia 
1 2 3 4 5 6 8 10 12 14 16 18 20 22 24-40 
TI-7d NR 120,0 1,0 3,4 0,0 
          
TII-7d NR 180,0 3,0 1,9 0,0 
          
TI-14d NR 180,0 60,0 1,4 NA 1,1 1,3 1,0 0,6 
      
TII-14d NR 5,0 1,0 1,3 NA 1,1 0,8 0,7 0,6 
      
TI-28d NR 120,0 120,0 4,5 NA 2,6 2,4 0,5 0,7 1,6 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 
TII-28d NR 120,0 1,0 1,6 NA 1,7 2,0 1,6 0,9 0,8 0,6 0,6 0,0 0,0 0,0 
TI-42d NR 120,0 2,0 2,5 NA 0,9 0,6 0,6 0,6 0,5 0,0 0,0 0,0 0,0 0,0 




Figura 12. Parâmetros relativos ao registo comportamental alimentar ao longo dos 42 dias de 
ensaio. A - Reação dos peixes ao alimento (grau 0 - mais de 50% dos peixes não reage ao 
alimento; grau 1 - mais de 50% dos peixes come apenas a ração que cai à sua frente, não se 
movimentando para apanhar a comida; grau 2 - mais de 50% dos peixes movimenta-se em 
direção à ração, mas volta à sua posição inicial nos intervalos de captura e grau 3 - mais de 50% 
dos peixes movimenta-se continuamente ao longo do tanque em busca de alimento). B - Ração 
consumida (grau 0 - até 1/3 da ração foi consumida e grau 1 - 1/3 a 2/3 da ração foi consumida). 
Os valores representados correspondem às medianas com os respetivos máximos e mínimos. Os 
dias das colheitas estão realçados a preto. As diferenças significativas (p < 0,05) existentes entre 
os intervalos de tempo pelos testes de qui-quadrado ou pelos testes exatos de Fisher estão 
assinaladas com diferentes letras na parte inferior de cada gráfico.  
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3.4. Parâmetros biométricos 
 
Para todos os parâmetros biométricos dos animais analisados não foram verificadas 
diferenças significativas entre tempos. Na Tabela I (Anexo VI) estão discriminados os 
mínimos, medianas e máximos, correspondentes a cada um dos parâmetros, para cada 
um dos tempos de amostragem. 
Em relação ao peso dos animais, este apresentou valores medianos que variaram 
entre 38,60 e 45,67 g, com um valor máximo de 90,67 g. No comprimento total, a 
variação das medianas ocorreu entre 16,00 e 16,80 cm, enquanto o fator de condição 
atingiu valores mínimo e máximo de 0,75 e 1,35 respetivamente. As medianas do peso 
do fígado e rim anterior foram de 0,4379 a 0,7113 g e 0,1173 a 0,1426 g, respetivamente. 
Quanto aos índices hepatossomático e nefrossomático, os máximos atingidos foram de 
1,57 e 0,99, respetivamente. 
 
3.5. Análise bioquímica do sangue e plasma 
 
Os valores das medianas do colesterol diminuíram significativamente aos 7 e 14 dias 
em relação ao tempo 12 horas, tendo depois aumentado aos 28 e 42 dias, razão pela 
qual não diferem do tempo inicial (Figura 13A).  
As medianas da glucose mantiveram-se relativamente estáveis durante todo o período 
de ensaio, exceto ao 28º dia em que se verificou uma diminuição significativa em relação 
às 12 horas (Figura 13B). A análise de variância com dois fatores indicou a existência de 
interação entre os fatores dia e posição do tanque. 
A hemoglobina mostrou uma tendência geral para aumentar ao longo do tempo de 
ensaio. Assim, registaram-se valores medianos de 8,79 e 8,57 g/dL aos 28 e 42 dias que 
diferiram dos tempos 12 horas (4,99 g/dL) e 14 dias (4,99 g/dL) (Figura 13C). 
Para o potássio e os triglicerídeos não foram observadas diferenças significativas 
entre os diferentes tempos de colheita. Os valores medianos variaram entre 4,38 e 5,22 
mmol/L para o potássio (Figura 13D) e entre 106,0 e 138,0 mg/dL para os triglicerídeos 
(Figura 13E). No potássio a análise de variância com dois fatores indicou a existência de 
interação entre os fatores dia e posição do tanque. 
Para o hematócrito obtiveram-se valores medianos de 32 a 35%, com o registo mínimo 
de 27% e máximo de 42% (Tabela I, Anexo VI). 







Figura 13. Parâmetros bioquímicos do sangue ou plasma ao longo dos 42 dias de ensaio. A - 
Colesterol (mg/dL); B - Glucose (mg/dL); C - Hemoglobina (g/dL); D - Potássio (mmol/L) e E - 
Triglicerídeos (mg/dL). Os valores representados correspondem às medianas com os respetivos 
máximos e mínimos em cada uma das colheitas realizadas (12 horas, 7, 14, 28 e 42 dias). As 
diferenças significativas existentes entre os tempos de colheita estão assinaladas com diferentes 
letras (Mann-Whitney U com correção sequencial de Bonferroni, p < 0,05).  
 
3.6. Análise da pele 
 
3.6.1. Determinação qualitativa da cor da pele  
 
Através da análise qualitativa da coloração da pele dos animais não foi possível 
demonstrar diferenças relevantes ao longo do ensaio. Aos tempos 12 horas e 42 dias os 
animais apresentaram uma classificação que variou entre o grau 0 (cor escura) e o grau 2 
(cor intermédia clara). Ao 7º e 28º dia o grau atribuído esteve compreendido entre o 1 




Figura 14. Análise qualitativa da coloração da pele de juvenis de truta-fário ao longo de 42 dias de 
ensaio. Os valores representados correspondem às medianas com os respetivos mínimos e 
máximos dos graus correspondentes às magnitudes de coloração da pele (grau 0 - cor escura; 
grau 1 - cor intermédia escura; grau 2 - cor intermédia clara e grau 3 - cor clara) dos animais, nos 
diferentes tempos de colheita (12 horas, 7, 14, 28 e 42 dias). 
 
3.6.2. Determinação quantitativa da área pigmentada em fragmentos de pele 
 
A percentagem de área escura medida nos fragmentos de pele dos animais em cada 
um dos tempos decresceu ao longo do tempo (Figura 15A). A partir do 14º dia ocorreu 
uma estabilização na área pigmentada quantificada nos animais, mantendo-se até ao 
final do ensaio. Assim, os tempos iniciais de colheita (12 horas e 7 dias) apresentaram 
uma percentagem de área escura (57,98 e 54,05%, respetivamente) significativamente 
superior aos restantes dias (14 - 45,70%, 28 - 43,19% e 42 - 40,53% dias).  
 
3.6.3. Determinação quantitativa da área pigmentada em cortes histológicos 
de pele 
 
A percentagem de área escura medida nos cortes histológicos da pele dos animais 
decresceu ao longo do tempo (Figura 15B). A estabilização da área pigmentada ocorreu 
a partir do 14º dia. A primeira colheita (12 horas) apresentou uma percentagem de área 
escura (3,15%) significativamente superior às dos 14, 28 e 42 dias (2,05, 1,90 e 1,65%, 
respetivamente). 
 





Figura 15. Percentagem de área pigmentada nos fragmentos de pele (A) e nos cortes histológicos 
de pele (B) de truta-fário ao longo de 42 dias de ensaio. Os valores representados correspondem 
às medianas com os respetivos mínimos e máximos das percentagens de área pigmentada 
correspondentes a cada uma das colheitas realizadas (12 horas, 7, 14, 28 e 42 dias). As 
diferenças significativas existentes entre os tempos de colheita estão assinaladas com diferentes 
letras (Mann-Whitney U com correção sequencial de Bonferroni, p < 0,05).  
 
3.7. Análise do rim anterior 
 
3.7.1. Análise histo-morfológica do rim anterior  
 
Os cortes histológicos de rim anterior (Figura 16A e B) permitiram identificar 
agrupamentos de células constituintes do tecido interrenal, normalmente localizado 
próximo a vasos sanguíneos, e extensivamente rodeado por grandes áreas de tecido 
hematopoiético. No seio do tecido interrenal e do tecido hematopoiético foi ainda possível 
verificar a existência de agregados de macrófagos, com abundante pigmento melânico 
(castanho escuro), também designados por centros melanomacrofágicos (Figura 16). 
 
 
Figura 16. Imagens histológicas de rim anterior de truta-fário (A - H&E e B - Tricrómio de Masson). 




3.7.2. Determinação do cortisol por imuno-histoquímica  
 
Nos testes realizados, em ambos os tecidos (suprarrenal humana e rim anterior de 
truta-fário), para a aferição da diluição do anticorpo a utilizar, conclui-se que diluições 
superiores a 1:20 não permitiam uma marcação evidente do cortisol, tanto com a 
utilização do cromogénio DAB, como AEC. 
No controlo positivo (suprarrenal humana), verificou-se a marcação do cortisol, tanto 
pelo DAB (cor castanha) (Figura 17A) como pelo AEC (cor vermelha) (Figura 17C), com 
diluição do anticorpo 1:20. No controlo negativo (Figura 17B), não existiu marcação do 
cortisol pelo DAB. Na aplicação do protocolo, sem recuperação antigénica (Figura 17D), 
recomendada pelo fabricante, verificou-se a marcação do cortisol pelo cromogénio AEC 
(cor vermelha).  
 
 
Figura 17. Determinação de cortisol por imuno-histoquímica, com aplicação de diferentes 
protocolos, em suprarrenal humana. A - Controlo positivo (protocolo (Anexo IV): recuperação 
antigénica com tampão citrato; diluição do anticorpo: 1:20; cromogénio: DAB); B - Controlo 
negativo do A (protocolo (Anexo IV): recuperação antigénica com tampão citrato; cromogénio: 
DAB); C - Controlo positivo (protocolo (Anexo IV): recuperação antigénica com tampão citrato; 
diluição do anticorpo: 1:20; cromogénio: AEC); D - Controlo positivo (protocolo (Anexo IV): sem 
recuperação antigénica; diluição do anticorpo: 1:10; cromogénio: AEC).  
 




No rim anterior de truta-fário juvenil, a aplicação de diferentes recuperações 
antigénicas, nomeadamente, tampão citrato e tampão tris – EDTA mostrou diferenças na 
marcação obtida. Na recuperação antigénica com tampão citrato (Figura 18A) não se 
verificou marcação do cortisol no tecido interrenal e no tecido hematopoiético observou-
se pouca marcação e muito ténue. Verificou-se ainda marcação dos glóbulos vermelhos 
contidos nos vasos sanguíneos. Na recuperação com tampão tris - EDTA (Figura 18B) 
verificou-se alguma marcação do cortisol no tecido interrenal, mas esta aconteceu 
maioritariamente no tecido hematopoiético. Foi ainda evidente a existência de uma forte 
marcação dos glóbulos vermelhos no interior dos vasos sanguíneos. No controlo negativo 
(Figura 18C), com a aplicação do mesmo protocolo da Figura 18A, não existiu marcação 
do cortisol pelo AEC. Na aplicação do protocolo recomendado pelo fabricante, sem 
recuperação antigénica (Figura 18D), não se verificou marcação do cortisol tanto no 
tecido interrenal como no tecido hematopoiético.  
 
 
Figura 18. Determinação de cortisol por imuno-histoquímica, com aplicação de diferentes 
protocolos, em rim anterior de truta-fário juvenil. A - protocolo (Anexo IV): recuperação antigénica 
com tampão citrato; diluição do anticorpo: 1:10; cromogénio: AEC; B - protocolo (Anexo IV): 
recuperação antigénica com tampão EDTA; diluição do anticorpo: 1:10; cromogénio: AEC; C - 
negativo do A (protocolo (Anexo IV): recuperação antigénica com tampão citrato; cromogénio: 
AEC; D - protocolo (Anexo IV): sem recuperação antigénica; diluição do anticorpo: 1:10; 




3.7.3. Determinação estereológica do volume nuclear médio ponderado pelo 
volume do núcleo das células interrenais 
 
Os valores medianos do ?̅?𝑣 do núcleo das células interrenais demonstram uma 
tendência geral para decresceram ao longo do tempo, verificando-se o valor máximo às 
12 horas (145,12 μm3) e o valor mínimo aos 28 dias (96,33 μm3) (Figura 19A).  
 
3.7.4. Quantificação dos níveis plasmáticos do cortisol por Enzyme-Linked 
Immunosorbent Assay (ELISA) 
 
A concentração plasmática de cortisol diminui ao longo do tempo, apesar de não 
existirem diferenças significativas entre os vários dias de colheita (Figura 19B). 
Registaram-se valores medianos de 21 841,9, 10 266,2, 7082,5, 3679,7 e 2162,2 pg/mL 
às 12 horas, 7, 14, 28 e 42 dias, respetivamente. A análise de variância com dois fatores 
indicou a existência de interação entre os fatores dia e posição do tanque. 
 
Figura 19. Volume nuclear médio ponderado pelo volume (?̅?𝒗) do núcleo das células interrenais 
(A) e concentração plasmática de cortisol (pg/mL) (B) de truta-fário ao longo de 42 dias de ensaio. 
Os valores representados correspondem às medianas com os respetivos mínimos e máximos (12 
horas, 7, 14, 28 e 42 dias).  
 
3.8. Correlações e regressões lineares entre parâmetros  
 
Verificou-se a existência de correlação linear significativa entre os seguintes 
parâmetros: fator de condição versus glucose (R = 0,31, p < 0,05); ?̅?𝑣 do núcleo das 
células interrenais versus concentração plasmática de cortisol (R = 0,53, p < 0,05); 
percentagem de área pigmentada dos fragmentos de pele versus concentração 
plasmática de cortisol (R = 0,58, p < 0,001); percentagem de área pigmentada dos 
fragmentos de pele versus percentagem de área pigmentada dos cortes histológicos de 








0,001); índice hepatossomático versus triglicerídeos (R = 0,39, p < 0,01) e glucose versus 
concentração plasmática de cortisol (R = 0,62, p < 0,001). Os dados referentes a estas 
análises estão descritos na Tabela II do Anexo VI.  
As regressões lineares significativas ocorreram entre o dia da colheita versus  ?̅?𝑣 do 
núcleo das células interrenais (R = 0,51, p < 0,01); concentração plasmática de cortisol (R 
= 0,42, p < 0,05) e potássio (R = 0,37, p < 0,01) (Tabela III do Anexo VI). 
 
3.9. Registo da mortalidade 
 
Ao longo dos 42 dias do ensaio registaram-se 6 mortes (especificamente aos 18, 26, 
27, 36, 39 e 42 dias), 4 das quais corresponderam a animais nos quais foram detetadas 
perdas de equilíbrio, sem recuperação após isolamento do animal, ou lesões cutâneas 
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O transporte dos lotes experimentais de peixes para o laboratório, antes do início dos 
ensaios experimentais, induz uma condição de stress que provoca mudanças no estado 
fisiológico e comportamental do animal, sendo estas verificadas durante um período 
subsequente que pode ser variável (Obernier e Baldwin, 2006). Por este motivo, é 
extremamente importante que o animal restabeleça a sua homeostasia e retome o seu 
estado fisiológico e comportamental, garantindo que o estudo não é enviesado pelas 
alterações provocadas pelo stress sofrido (Obernier e Baldwin, 2006). Apesar de existir 
uma recomendação legal para a existência de um período de aclimatação dos animais 
utilizados em experimentação científica (UE, 2010), não existe nenhuma determinação 
metodológica para a avaliação do estado dos animais durante este período, de forma a 
garantir que os animais realmente estão aclimatados, verificando-se o seu bem-estar. 
Segundo vários autores, para uma correta avaliação do bem-estar animal, é necessário 
verificar a condição física, o estado fisiológico e comportamental dos indivíduos, não 
sendo nenhum destes parâmetros por si só fidedigno (Oliveira e Galhardo, 2007; 
Huntingford e Kadri, 2008; Ross e Ross, 2008b). 
A estreita ligação que os peixes têm com o meio que os rodeia faz com que a 
qualidade da água tenha uma influência relevante no seu bem-estar (Huntingford e Kadri, 
2008). Por este motivo, foram avaliados neste estudo vários parâmetros, tanto na água 
onde os peixes foram transportados, assim como nos tanques do ensaio. Os valores de 
pH e temperatura da água de transporte dos animais, encontravam-se dentro do intervalo 
recomendado para a espécie, no entanto, o oxigénio dissolvido apresentava valores 
bastante elevados (20,17 mg/L) tendo em conta o valor de referência (7 mg/L), o que 
pode acarretar efeitos nocivos, uma vez que está reportado em truta-arco-íris que a 
exposição a ambientes hiperóxicos induz acidose respiratória (Shabani et al., 2016). Os 
valores médios de amónia não ionizada, pH, temperatura da água, oxigénio dissolvido e 
alcalinidade da água dos tanques, nos intervalos de tempo analisados (1-7, 8-14, 15-28 e 
29-41 dias), encontraram-se dentro do limite recomendado, não se tendo verificado o 
mesmo para o nitrito. Apesar de se ter efetuado uma ativação prévia do filtro biológico, o 
aumento da carga orgânica existente nos tanques, devido à introdução dos animais, 
poderá ter feito com que a resposta do filtro biológico não fosse suficiente, verificando-se 
um aumento dos valores de nitrito, que tendencialmente diminuíram com o decorrer do 
tempo do ensaio. Os valores de cloro detetados foram sempre inferiores a 0,02 mg/L. 
Pode-se então afirmar que, de um modo geral, os valores dos parâmetros da água 
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analisados durante a manutenção dos animais mostraram estar dentro do intervalo 
recomendado para a espécie, não interferindo no bem-estar dos animais. 
Relativamente aos parâmetros comportamentais analisados, verificou-se que a 
localização dos animais demonstrou uma tendência para uma ocupação de um menor 
número de quadrantes ao longo do tempo, tendo a percentagem de ocupação de cada 
um deles variado entre tanques, sendo os quadrantes 1 e 2 os mais frequentemente 
ocupados, o que poderá dever-se ao facto de serem os quadrantes mais distantes da 
zona passível de apresentar maior interferência humana. A movimentação revelou que a 
maioria dos animais apresenta uma tendência para estarem parados, à medida que o 
tempo pós-stress aumenta. Em trutas-arco-íris, sujeitas a um episódio de stress agudo 
(transporte: 3 horas e 20 minutos), após o transporte, foi observada uma natação calma e 
uma distribuição uniforme nos tanques, tendo este padrão sido alterado após 24 horas, 
verificando-se uma aproximação dos animais que passaram a estar posicionados perto 
do fundo do tanque realizando natação apenas esporadicamente (Shabani et al., 2016). 
Existem, portanto, semelhanças entre os padrões de comportamento das duas espécies, 
no entanto, a truta-fário parece precisar de tempos mais prolongados para adaptação. 
Num estudo sobre a hierarquia em trutas-fário foi demonstrado que os peixes 
dominantes, por norma, se localizavam numa posição mais próxima da fonte de alimento 
e gastavam mais tempo a nadar na coluna de água, comparativamente aos indivíduos 
submissos (Sloman et al., 2000). No presente estudo, este tipo de comportamento 
hierárquico foi notório num dos tanques (TII-42d), no qual um peixe dominante não 
estava pousado no fundo e nadava sobre o resto do grupo.  
As movimentações anormais detetadas consistiram na verificação de alterações 
repentinas na velocidade de natação e mudanças de trajetória rápidas, assim como na 
verificação de uma posição corporal vertical, ficando o animal apenas com a zona 
posterior do corpo dentro de água enquanto nadava sobre a coluna de água ou contra a 
parede do tanque. No geral, após o 17º dia, este comportamento não ocorreu, denotando 
que os animais se encontravam em processo de aclimatação aos sistemas de 
manutenção. O perfil de natação ativa contra as paredes e comportamentos de fuga 
também foram observados em salmão-do-Atlântico, durante um episódio de stress agudo 
(confinamento) (Kittilsen et al., 2009a), e essa elevada atividade locomotora encontra-se 
associada à elevada libertação de cortisol (Kittilsen et al., 2009a; Kittilsen et al., 2009b). 
Estes dados corroboram o facto de neste ensaio a inexistência de movimentações 
anormais coincidir com o intervalo de tempo no qual os animais terão atingido níveis 
basais de cortisol (entre os 14º e 28º dia), como se discutirá de seguida.  
O escurecimento da pele de peixe tem sido referido como um indicador secundário de 
stress (Iger et al., 1995). A análise qualitativa da coloração da maioria dos animais de    
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cada tanque mostrou que nos primeiros 5 dias os peixes apresentavam maioritariamente 
uma coloração média/clara, contrastando com a do restante tempo do ensaio, que foi 
uma coloração média/clara e escura/média, sendo que era expectável um decréscimo 
pelo menos próximo aos 42 dias. Estes resultados qualitativos podem eventualmente ter 
sido enviesados pela distribuição e pela atividade dos animais no tanque. A proximidade 
dos animais devido à ocupação de um menor número de quadrantes e a diminuição da 
sua atividade poderão ter criado uma sensação visual de que a maioria dos animais 
estaria com uma coloração mais escura. Em aparente contradição com os anteriores, os 
resultados das determinações quantitativas da área pigmentada em fragmentos de pele e 
em cortes histológicos de pele demonstram que os animais, ao longo do tempo, 
apresentavam uma percentagem de área pigmentada menor. Assim sendo, a análise 
quantitativa da pele surge como um excelente parâmetro a utilizar na avaliação do nível 
de stress dos animais. Interligando os resultados obtidos com a análise comportamental, 
concluiu-se que existiu uma estabilização geral dos comportamentos a partir do 17º dia. 
A inibição do apetite é bastante comum em salmonídeos sujeitos a stress (Kittilsen et 
al., 2009a), contudo neste estudo a ausência de alimentação em todos os tanques 
apenas se observou no primeiro dia. No entanto, até ao 6º dia a ingestão de alimento foi 
reduzida (até 1/3 da ração) em todos os tanques, o que já tinha sido relatado em animais 
da mesma espécie sujeitos a um episódio de stress agudo (manipulação + 
confinamento), em que ocorreu um decréscimo na ingestão nos três dias pós-stress 
(Pickering et al., 1982). Os diferentes tempos em que se verificou a redução acentuada 
de alimento, podem estar relacionados com o grau de resposta ao stress, uma vez que 
os animais sujeitos ao referido confinamento, durante 2 minutos, 6 horas pós-stress 
apresentavam níveis plasmáticos médios de cortisol de 20 000 pg/mL, e os animais deste 
ensaio, 12 horas pós-stress, ainda apresentavam 30 482,1 pg/mL. Pressupõe-se que o 
tempo de recuperação dos animais deste ensaio seja superior comparativamente aos 
animais utilizados por Pickering e os seus colaboradores. Neste estudo verificou-se ainda 
uma tendência ao longo do tempo para uma diminuição do tempo de reação ao alimento. 
Na maioria dos casos, a partir do 16º dia, com exceção do tanque TII-28d e TII-42d, os 
animais reagiram de forma instantânea ao alimento. Possivelmente a resposta mais 
tardia nos tanques referidos (20º dia e 24º dia, respetivamente), poderá estar relacionada 
com a existência de um animal dominante ou com a tentativa de dominância, tendo-se 
observado agressões por parte do animal dominante quando os outros animais tentavam 
alimentar-se. A reação dos peixes ao alimento mostrou uma alteração gradual ao longo 
do tempo, pelo que entre o 16º e o 28º dia, com exceção do 20º dia, a mediana dos graus 
verificados nos tanques se situou entre o grau 2 (mais de 50% dos peixes movimenta-se 
em direção à ração, mas volta à sua posição inicial nos intervalos de captura) e o grau 3 
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(mais de 50% dos peixes movimenta-se continuamente ao longo do tanque em busca de 
alimento). A partir do 30º dia, em todos os tanques a maioria dos peixes movimentou-se 
continuamente em busca de alimento. Mais uma vez, a existência de animais 
dominantes, ou a tentativa de dominância, parece ter influência no comportamento dos 
animais. A quantidade de ração consumida pelos animais também mostrou um aumento 
gradual ao longo do tempo. Num estudo de hierarquia em trutas-fário, verificou-se que os 
animais subordinados ingeriam uma menor quantidade de alimento comparativamente ao 
animal dominante (Sloman et al., 2000), o que poderá justificar os consumos de ração 
mais baixos observados no presente estudo nos tanques II dos 28 e 42 dias. 
Excluindo as alterações comportamentais alimentares que possivelmente estariam 
relacionadas com a presença de indivíduos dominantes, podemos assumir que existiu 
uma estabilização geral do comportamento alimentar a partir do 16º dia. 
Tendo em conta os resultados biométricos obtidos, pode afirmar-se que apesar dos 
animais não se terem alimentado no 1º dia e a ingestão de ração até ao 6º dia ter 
correspondido ao grau mais baixo em todos os tanques, não foi suficiente para diminuir a 
relação existente entre o peso e o comprimento dos animais, uma vez que o valor 
mediano do fator de condição de 1,3 se manteve estável até ao 14º dia.  
Tal como em outros vertebrados, nos peixes o fígado tem uma função muito 
importante a nível fisiológico e metabólico, tanto a nível anabólico como catabólico. O 
valor do índice hepatossomático está correlacionado com a quantidade de lípidos 
armazenados, sendo que nos peixes ósseos é cerca de 1-2%, sendo afetado pela 
alimentação, reprodução e stress (Bruslé e Anadon, 1996). Os valores obtidos para cada 
um dos tempos de colheita estão dentro do limite indicado. Apesar de não terem sido 
detetadas diferenças significativas, ao 7º e 14º dias, os valores são sugestivamente mais 
baixos quando comparados aos das 12 horas, o que poderá estar relacionado com o 
baixo consumo de ração que ocorreu até ao 10º dia, e pela mobilização dos lípidos na 
tentativa de compensar o gasto energético suplementar existente na resposta ao stress 
(Tocher e Glencross, 2015), o que é sustentado pela verificação de uma correlação linear 
positiva com os valores sanguíneos de colesterol (R =0,63, p < 0,001) e triglicerídeos (R 
= 0,39, p < 0,01), os quais diminuíram até ao 14º dia. Aos 42 dias, ocorreu uma nova 
descida dos valores do índice hepatossomático, mas pensa-se que esteja relacionada 
com a existência de um animal dominante no tanque II. Douradas (Sparus aurata) 
juvenis, sujeitas a altas densidades de manutenção, durante 15 semanas, apresentaram 
valores mais baixos de índice hepatossomático, colesterol e triglicerídeos, 
comparativamente com os animais mantidos a baixas densidades (Montero et al., 1999). 
Em trutas-arco-íris juvenis, sujeitas a stress crónico, pela ingestão diária de cortisol, 
durante 10 semanas, o fator de condição e o índice hepatossomático foram 
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significativamente mais baixos em comparação com o grupo controlo (Barton et al., 
1987). 
Os parâmetros bioquímicos e hematológicos, assim como a determinação dos níveis 
plasmáticos de cortisol permitiram avaliar alterações fisiológicas correspondentes à 
resposta primária e secundária ao stress. A avaliação da ativação do eixo HPI, envolvida 
na resposta primária ao stress, realizou-se a partir da medição da concentração 
plasmática de cortisol, não se tendo verificado diferenças significativas entre os diferentes 
tempos de colheita. No entanto, a regressão linear entre este parâmetro e o dia da 
colheita foi significativa e negativa (R = 0,42, p < 0,05). Com o decorrer do tempo pós-
stress, a concentração plasmática de cortisol diminuiu. O aumento da concentração de 
cortisol após o episódio de stress verifica-se num período inferior a 1 hora (Ross e Ross, 
2008a), sendo possível registar um aumento acentuado dos níveis plasmáticos, em 
diferentes espécies de peixes, sujeitas a transporte de curta duração (< 8 horas) 
(Sampaio e Freire, 2016). Em animais juvenis de três espécies de truta — truta-arco-íris, 
truta-de-lago (Salvelinus namaycush) e truta-das-fontes (Salvelinus fontinalis) — 
submetidas a um transporte com duração de duas horas, semelhante ao tempo de 
transporte dos animais utilizados neste ensaio, foi observado um pico de cortisol 3 horas 
pós-stress (Barton, 2000). Assim sendo, o valor mediano máximo de cortisol obtido neste 
ensaio (21 841,9 pg/mL) às 12 horas pós-stress, poderá não corresponder ao pico de 
cortisol, que possivelmente terá ocorrido num período de tempo inferior. Para 
salmonídeos, os valores de cortisol em repouso são inferiores a 10 000 pg/mL (Iwama, 
1998), no entanto, Pickering e Pottinger (1989) encontraram em trutas-fário juvenis níveis 
basais de cortisol plasmático sempre inferiores a 5000 pg/mL, e Barton (2000) reportou 
concentrações de repouso de aproximadamente 1000 pg/mL. Em trutas-fário imaturas, 
com mais de um ano de idade, registaram-se níveis basais compreendidos entre 1000 e 
4000 pg/mL (Pickering e Pottinger, 1985). De acordo com os dados de Iwama (1998) e de 
Pickering e Pottinger (1989), os animais utilizados neste ensaio atingiram níveis basais 
medianos de cortisol plasmático entre o 14º e 28º dias, concluindo-se que dentro deste 
intervalo de tempo os animais deixaram de estar stressados. No entanto, os níveis 
medianos de cortisol, ao longo dos 42 dias foram superiores aos níveis basais detetados 
por Barton (2000). 
Os valores medianos de glucose foram relativamente estáveis ao longo do tempo do 
ensaio variando entre 93,4 e 128 mg/mL, sendo que apenas ao 28º dia ocorreu uma 
diminuição significativa comparativamente às 12 horas. A glucose sanguínea provém da 
alimentação, da glicogenólise e da gluconeogénese (Silveira et al., 2009), sendo que, na 
resposta secundária ao stress, está descrito um aumento da glucose sanguínea, 
provocado pela glicogenólise e pela gluconeogénese, induzidas pelas catecolaminas e 
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pelo cortisol, respetivamente (Eslamloo et al., 2014; Sampaio e Freire, 2016). Em juvenis 
de truta transportados durante duas horas, semelhante ao tempo de transporte dos 
animais neste ensaio, os picos de glucose aconteceram 3 ou 6 horas pós-stress, tendo os 
valores diminuído gradualmente até às 48 horas, sendo que em truta-arco-íris, 12 horas 
depois do stress, os valores de glucose eram próximos aos verificados antes da indução 
do stress (Barton, 2000). Iwama (1998) refere que, em salmonídeos, os valores de 
glucose em repouso são inferiores a 72 mg/dL, e em stress superiores a 90 mg/dL. 
Contudo, em juvenis de truta-fário, registaram-se níveis de repouso de 86,6 mg/dL 
(Ruane et al., 1999) e de 100 mg/dL (Barton, 2000) e, em adultos da mesma espécie, 
com mais de 2 anos, valores aproximados de 80 e 110 mg/dL (Pickering et al., 1982). 
Neste ensaio, entre as 12 horas e os 7 dias, observou-se uma diminuição dos valores 
medianos da glucose (128 mg/dL e 93,4 mg/dL, respetivamente). Tendo em conta os 
resultados obtidos por Barton (2000), e os valores repouso de glucose que obteve para 
trutas-fário juvenis, prevê-se que o pico de glucose provocado pela glicogenólise e pela 
gluconeogénese, tenha acontecido num período de tempo bastante inferior a 12 horas, 
correspondendo o valor obtido neste tempo, ao decréscimo de glucose na retoma dos 
valores basais da espécie, estando às 12 horas bastante próximos do valor basal de 100 
mg/dL referido por Barton (2000). Dos 14 aos 42 dias, os valores medianos da glucose 
foram superiores aos detetados ao 7º dia, estando este aumento possivelmente 
relacionado com a alimentação dos animais, uma vez que neste período de tempo os 
animais aumentaram o consumo de ração. Foi verificada a correlação linear e positiva 
entre os níveis de glucose e o fator de condição (R = 0,31, p < 0,05), assim como entre 
os níveis de glucose e a concentração plasmática de cortisol (R = 0,62; p < 0,001). A 
segunda correlação linear sugere a existência de gluconeogénese, induzida pelo cortisol. 
Analisando os resultados obtidos, a glucose demonstrou ser um bom parâmetro a utilizar 
na avaliação do stress dos animais, sendo que parece ser mais útil na verificação da 
alimentação dos animais, do que na verificação de stress secundário, uma vez que as 
alterações provocadas pela glicogenólise e pela gluconeogénese se verificam num 
espaço de tempo muito curto, retomando aos níveis basais num período aproximado de 
12 horas, quando os níveis de cortisol ainda indicam um estado de stress por parte dos 
animais. 
Durante a resposta ao stress é referida a existência de mobilização dos lípidos na 
tentativa de compensar o gasto energético suplementar (Tocher e Glencross, 2015), o 
que se verificou na análise das medianas do colesterol e triglicerídeos sanguíneos, tendo 
o valor de ambos diminuído aos 7º e 14º dias, de forma significativa no colesterol, 
comparativamente com o tempo inicial (12 horas), aumentando posteriormente, de forma 
gradual, até ao 42º dia. Analisando o padrão de resposta do colesterol e dos 
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triglicerídeos, neste ensaio, prevê-se que entre o 14º e o 28º dia os animais deixaram de 
estar sob efeito do stress, tendo a mobilização lipídica cessado, verificando-se um 
aumento destes lípidos na corrente sanguínea dos animais. Os valores atingidos aos 42 
dias pós-stress encontram-se dentro dos intervalos reportados para truta (Kenari et al., 
2013). 
Para os valores de potássio não foram observadas diferenças significativas entre os 
diferentes tempos de colheita, mas a regressão linear com o dia da colheita foi 
significativa e positiva (R = 0,37, p < 0,01), verificando-se uma tendência para o aumento 
do seu valor com o decorrer do tempo. Na literatura é referido que os valores plasmáticos 
de potássio decrescem em consequência da resposta secundária ao stress, o que se 
confirmou em trutas-arco-íris juvenis sujeitas a transporte (3 horas e 20 minutos). De 
facto, 24 e 48 horas após o episódio de stress os valores médios de potássio detetados 
(4,4 mmol/L e 3,2 mmol/L, respetivamente) foram inferiores aos valores verificados antes 
e logo após ao episódio de stress (4,9 mmol/L e 5,0 mmol/L, respetivamente), contudo 
estas diferenças não foram estatisticamente significativas (Shabani et al., 2016). No 
entanto, em trutas-fário sujeitas a diferentes tempos de confinamento foram reportados 
valores de potássio significativamente mais elevados comparativamente ao grupo 
controlo (Ruane et al., 1999). Ao longo deste ensaio ocorreu um aumento dos níveis de 
potássio até ao 28º dia, sugerindo a ocorrência de uma diminuição dos níveis de potássio 
na fase inicial de resposta ao stress, tal como aconteceu em trutas-arco-íris (Shabani et 
al., 2016). 
O hematócrito e a hemoglobina fazem parte dos marcadores hematológicos mais 
utilizados na avaliação da condição de stress em peixes, sendo que a elevação dos 
valores de ambos demonstra um aumento da capacidade de transporte de oxigénio no 
sangue, em resposta a uma maior exigência metabólica provocada pelo stress. No 
entanto, é frequente não apresentarem alterações, mesmo quando os valores de cortisol 
indicam a ativação da resposta ao stress (Sampaio e Freire, 2016). Neste ensaio os 
valores medianos de ambos os parâmetros mantiveram-se estáveis até ao 14º dia (32% e 
4,99 g/dL, respetivamente), tendo-se verificado ao 28º e 42º dia valores mais elevados. 
Em trutas-fário juvenis está descrito um valor médio do hematócrito do grupo controlo de 
34,2%, tendo este aumentado significativamente para 41,9% e 40,8% quando os animais 
foram sujeitos a um confinamento de 1 hora e 30 minutos e de 5 horas e 30 minutos, 
respetivamente (Ruane et al., 1999). Comparando os valores medianos de hematócrito 
obtidos neste ensaio com os valores do grupo controlo de Ruane (1999), observa-se que 
estes se encontram próximos, sugerindo que não houve alterações neste parâmetro 
relacionadas com a resposta ao stress. Os valores de hemoglobina atingidos aos 28 dias 
pós-stress encontram-se dentro dos intervalos reportados para truta (Kenari et al., 2013). 
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Nas análises da pele, os resultados obtidos na determinação qualitativa da cor da pele 
dos animais não mostraram coerência total com as determinações quantitativas, o que se 
pensa que esteja relacionado com a dificuldade verificada na atribuição dos graus 
qualitativos. As determinações quantitativas das áreas pigmentadas, em fragmentos de 
pele e em cortes histológicos de pele, mostraram coerência nos seus resultados, 
existindo uma correlação linear e positiva entre os dois parâmetros (R = 0,70, p < 0,001). 
Em ambos os casos, ocorreu uma tendência para a diminuição da percentagem de área 
pigmentada quantificada, com uma estabilização a partir do 14º dia. No entanto, as 
diferenças significativas encontradas entre tempos foram distintas, o que poderá estar 
relacionada com o facto de a determinação quantitativa da área pigmentada em 
fragmentos de pele ter sido realizada avaliando apenas a parte superior da epiderme, 
enquanto a determinação quantitativa da área pigmentada em cortes histológicos de pele 
analisou a epiderme e a zona superior da derme, permitindo medir com maior detalhe o 
pigmento existente nas zonas mais inferiores. A percentagem da área pigmentada dos 
fragmentos de pele e as concentrações plasmáticas de cortisol apresentaram uma 
correlação linear positiva (R = 0,58, p < 0,001).  
A imuno-histoquímica em cortes de rim-anterior não mostrou resultados fiáveis, uma 
vez que a marcação de cortisol ocorreu principalmente no tecido hematopoiético, e nos 
glóbulos vermelhos, sendo muito ténue no tecido interrenal.  
Na literatura está descrito que o stress crónico ou o tratamento com ACTH provoca 
hiperplasia e hipertrofia do tecido interrenal de peixes teleósteos. Tendo como base esta 
informação, foi avaliado o tecido interrenal de trutas-fário selvagens sujeitas a três tipos 
de ambientes: limpo, poluído e densamente poluído, com o objetivo de verificar stress 
crónico. O diâmetro e a área ocupada pelos núcleos interrenais aumentaram com o 
acentuar da poluição (Norris et al., 1997). No presente estudo, os valores medianos do 
volume nuclear médio ponderado pelo volume do núcleo das células interrenais não 
foram significativamente diferentes entre os vários tempos de colheita, mas a regressão 
linear entre este parâmetro e o dia da colheita foi significativa e negativa (R = 0,51, p < 
0,01). Ao longo do tempo, verificou-se uma tendência geral para o seu decréscimo, tendo 
o valor mínimo ocorrido aos 28 dias. Apesar de ter aumentado aos 42 dias, o valor foi 
inferior ao verificado ao 14º dia, considerando-se que a partir do 14º dia houve uma 
estabilização deste parâmetro. O volume nuclear médio ponderado pelo volume do 
núcleo das células interrenais apresentou uma correlação linear positiva com as 
concentrações plasmáticas de cortisol (R = 0,53, p < 0,05), o que reitera o facto de o 
tecido interrenal, localizado no rim anterior, promover a síntese e libertação de cortisol no 
caso dos peixes teleósteos (Ross e Ross, 2008a). Em cará (Cichlasoma dimerus), 
também se observou uma correlação positiva (pelo coeficiente de Pearson) entre os 
Capítulo 4. Discussão e conclusão 
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níveis de cortisol e a área nuclear das células esteroidogénicas (responsáveis pela 
produção de cortisol nos peixes teleósteos) (Morandini et al., 2014). 
Finalizando, atendendo à análise multiparamétrica descrita, conclui-se que existiu uma 
estabilização da condição física, do estado fisiológico e comportamental dos animais 
entre o 14º e 28º dia, recomendando-se um período de aclimatação mínimo de 28 dias, 
de forma a garantir, ou pelo menos maximizar, os níveis basais em repouso para a 
espécie. De todos os parâmetros avaliados, os mais promissores que poderão funcionar 
como alvos de avaliação em estudos que se pretendam monitorizar o processo de 
aclimatação de juvenis de truta-fário, e eventualmente de outras espécies de peixes, são 
os seguintes parâmetros: comportamentais (localização dos animais no tanque, 
movimentação dos peixes, posição vertical dos peixes no tanque, existência de 
movimentações anormais), perfil alimentar (análise do tempo em que o primeiro peixe 
reagiu ao alimento, reação dos animais ao alimento e quantidade de ração consumida), 
condição física (fator de condição) e a bioquímica sanguínea (colesterol, triglicerídeos e 
glucose), assim como a avaliação quantitativa das áreas pigmentadas dos fragmentos de 
pele, a análise estereológica do volume nuclear médio ponderado pelo volume do núcleo 
das células interrenais e a quantificação dos níveis plasmáticos do cortisol. Há que 
ressalvar que alguns dos parâmetros são “invasivos” em relação ao organismo, podendo 
implicar o sacrifício do peixe, e serão úteis essencialmente em estudos científicos sobre o 
processo de aclimatação ou em situações em que possa haver lugar a amostragem de 
um grupo de peixes que será posteriormente utilizado para fins experimentais ou outros. 
A avaliação da condição física e do estado fisiológico e comportamental dos animais 
mostrou ser extremamente necessária, verificando-se que existe relação entre diferentes 
parâmetros analisados, que em conjunto permitem uma correta interpretação do nível de 
stress dos indivíduos. Adicionalmente, sugere-se que sempre que sejam verificados 
comportamentos de excessiva dominância ou tentativa de dominância por parte de algum 
animal, este seja retirado do tanque durante o período de aclimatação, uma vez que 
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Anexo I – How to Assess Expeditiously the Skin Dark Pigmented Areas in 
Brown Trout (Salmo trutta f. fario)? Developing Qualitative versus 
Quantitative Approaches 
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The stress reactions in fish have been reported to involve primary, secondary and tertiary 
responses, this latter corresponding to an unresolved extreme stress situation [1]. There 
seems to exist a link between fish stress reactions and skin alterations in different species 
[2]. In rainbow trout, changes in pigmentary cells within the dermis, particularly in the 
melanophores (black/brown color)  resulted in a darkening of the skin, as a consequence of 
melanosomes migration to the epidermis through cytoplasmic processes. Therefore, fish 
skin darkening has been referred as a secondary indicator of stress [3]. Currently, the 
evaluation of fish stress levels are crucial, both in aquaculture large-scale productions and 
also in laboratory research conditions, to ensure good aninal procedures and reproductible 
data. Skin studies related with stress are mostly based on a morpho-structural analysis [3], 
and there is clearly a gap regarding the potential use of quantitative methodologies or 
validated semi-quantitative grading systems. 
 
This study focused on the optimization of an expeditious approach, which relates a 
qualitative and a quantitative analysis of the existing black/brown pigmentation in brown 
trout (Salmo trutta f. fario) skin. Within the scope of a large assay, 1-year-old juvenile fish 
were euthanized with an overdose of anesthesia (with ethylene glycol monophenyl ether) 
and a full body photograph was immediately taken. Qualitative analysis of pigmentation 
was performed by defining four degrees: dark (0), dark intermediate (1), pale intermediate 
(2) and pale (3). Grades were assigned considering the full-length photo of each fish. Two 
rectangular skin fragments, one on each side of the animal and in a middle point between 
the midline and the dorsal fin of the fish, were extracted and photographed. Quantitative 
analysis was done on the images of the skin fragments of each animal using the ImageJ 
free software (Version 1.4.3.67), transforming a specific area into a black/white binary, 
and computing the percentage of dark area; corresponding to the pigmented zone (more 
melanin). The analyses were implemented in 5 fish of each qualitative skin degree. 
 
The percentage of dark skin measured allowed inferring a significant difference between 
the dark fish and the others classified as intermediates and paler ones. Spearman 
correlation between the two methods of analysis showed that the percentage of dark 
pigment tends to decrease as the animals visually lighten their color (R = - 0.61, p < 
0.004). This procedure proved to be useful and effective, at least for animals classified as 
dark, showing that through an animal observation (non-invasive method) we can find the 
corresponding pigment percentage range. Possibly, by increasing the number of the 
animals analyzed it could be possible to better define the dark pigment percentage range 
for the remaining qualitative degrees. The proposed grades are not only ease to use, but 
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Figure 1. Qualitative classification of the magnitude of the juvenile brown trout skin 
coloration. A. Dark (0); B. Dark intermediate (1); C. Pale intermediate (2); and D. Pale (3). 
 
 
Figure 2. A. Representative skin fragment from a juvenile brown trout. The yellow square 
corresponds to the skin area analyzed with ImageJ software; 1 – Image before processing 
and 2 – Image after processing to pure binary (black/white). B. Percentage (%) of skin dark 
area in relation to the established qualitative degrees (0 – dark, 1 – dark intermediate, 2 – 
pale intermediate and 3 – pale). Significant differences are marked with different letters (p 









Anexo II – Protocolo de coloração com H&E dos cortes histológicos 
 
1. Desparafinação 
o Xilol - 10 minutos 
o Xilol - 10 minutos 
 
2. Hidratação 
o Etanol absoluto - 5 minutos 
o Etanol 95% - 5 minutos 
o Etanol 70% - 5 minutos 
o Água corrente - 5 minutos 
 
3. Coloração 
o Hematoxilina de Mayer - 2 minutos 
o Lavar em água corrente - 5 minutos 
o Diferenciar rapidamente em álcool - ácido  
o Lavar em água corrente - 5 minutos 
o Eosina Y aquosa a 1% - 1 minuto 
o Passar rapidamente por água corrente 
 
4. Desidratação 
o Etanol absoluto I 
o Etanol absoluto II 














Anexo III – Protocolo de coloração com tricrómio de Masson dos cortes 
histológicos 
 
I. Preparação dos reagentes 
 
 Azul Celeste 
Solução A - Azul celeste B 
Solução B - Sulfato de ferro (III) amoniacal dodecahidratado 
Solução C - Glicerina  
Solução D - Água destilada 
 
 Solução de trabalho: 
o Dissolver 25 g de sulfato de ferro (III) amoniacal dodecahidratado em 
500 mL de água destilada (com agitação); 
o Adicionar 2,5 g de azul celeste B à solução anterior e ferver a mistura 
durante alguns minutos; 
o Após o arrefecimento, a solução é filtrada; 
o Adicionar 70 mL de glicerina. 
 
 Mistura de Ponceau de xilidina/fucsina ácida 
Solução A - Ácido acético 1% + Ponceau de xilidina 1%  
Solução B - Ácido acético 1% + fucsina ácida 1% 
 
 Solução de trabalho: 
o Juntar 2 partes da solução A + 1 parte da solução B. 
 
 Azul de anilina 
 
 Solução de trabalho: 
o Azul de anilina 2,5% em ácido acético 2,5%  
 
 Ácido acético 1% 
 







1. Desparafinar, hidratar (Anexo I) e lavar as lâminas; 
2. Aplicar azul celeste sobre os cortes (5 minutos); 
3. Lavar lâminas com água destilada; 
4. Aplicar hematoxilina de Mayer sobre os cortes (2 minutos); 
5. Lavar lâminas com água corrente (5 minutos); 
6. Aplicar mistura de Ponceau de xilidina/fucsina ácida sobre os cortes (5 minutos); 
7. Lavar lâminas com água destilada; 
8. Aplicar ácido fosfomolíbdico a 1% sobre os cortes (5 minutos); 
9. Escorrer lâminas; 
10. Aplicar azul de anilina sobre os cortes (5 minutos); 
11. Diferenciar com ácido acético a 1%; 
12. Lavar lâminas com água destilada; 
























Anexo IV – Protocolo para a determinação do cortisol por imuno-
histoquímica  
 
I. Preparação de reagentes 
 
 Tampão citrato 0,01 M; pH 6.0  
Solução A - Ácido cítrico 0,1 M  
Solução B - Citrato de sódio (dí-hidratado) 0,1 M 
 
 Solução de trabalho: 
o Juntar 36 mL de solução A + 164 mL de solução B; 
o Acertar pH até 6,0 com hidróxido de sódio; 
o Perfazer volume até 2000 mL com água destilada. 
 
 Tampão Tris - ácido etilenodiamino tetra-acético (EDTA); pH 9,0 
Solução A - Tris base 1 mM 
Solução B - EDTA 0,05 % 
Solução C - Tween 20  
 
 Solução de trabalho: 
o Dissolver 1,21 g de solução A e 0,37 g de solução B em 700 mL de 
água destilada; 
o Acertar pH até 9,0 com ácido clorídrico; 
o Adicionar 0,5 mL de solução C e agitar; 
o Perfazer volume até 1000 mL com água destilada. 
 
 Tampão Tris pH 7,6 (TBS) 
Solução A - Tris (121,14 g/L) 
Solução B – Ácido clorídrico (83 mL/L) 
 
 Solução mãe:  
o Juntar 50 mL solução A Tris + 37,6 mL de solução B; 
o Acertar pH até 7,6 com ácido clorídrico; 





 Solução de trabalho:  
o Juntar solução mãe + 900 mL de soro fisiológico 0,85% 
 
 3,3' diaminobenzidina (DAB) (NovoLinkTM) 
 Solução de trabalho: 
o Diluir cromogénio (RE7162) em tampão de substrato (polímero) 
(RE7163) (diluição 1:20). Utilizar dentro de 6 horas após preparação. 
 
 3-amino-9-etilcarbazol (AEC) (Santa Cruz Biotechnology) 
 Solução de trabalho: 
o Diluir tampão de substrato em água destilada (diluição 1:10); 





1. Desparafinar e hidratar lâminas; 
 Lâminas com recuperação antigénica seguem para o ponto 2.a. ou 2.b. 
 Lâminas sem recuperação antigénica seguem para o ponto 3. 
 
2. Recuperação antigénica: 
 
a. Tampão citrato: 
 Aquecer o tampão citrato em panela de pressão até ferver; 
 Mergulhar as lâminas em tampão citrato; 
 Após atingir a pressão máxima na panela contabilizar 2 minutos; 
 Deixar arrefecer até à temperatura ambiente. 
 
b. Tampão Tris – EDTA: 
 Aquecer o tampão no micro-ondas (700 W) até ferver; 
 Colocar as lâminas na solução; 
 Deixar ferver as lâminas na solução durante 10 minutos; 
 Deixar arrefecer até à temperatura ambiente. 
 
3. Mergulhar as lâminas em água destilada e coloca-las em solução de bloqueio da 
peroxidase (solução a 3% de peróxido de hidrogénio em metanol) durante 10 minutos; 
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4. Lavar lâminas em água corrente e mergulha-las em TBS; 
5. Incubar com protein block (bloqueador proteico) (5 minutos); 
6. Escorrer o bloqueador proteico e incubar (2 horas) com: 
a.  Anticorpo primário - nos controlos positivos. 
b. TBS - nos controlos negativos. 
7. Lavar lâminas com TBS (2x; 5 minutos); 
8. Incubar com post primary block (bloqueador pós-primário) (30 minutos); 
9. Lavar lâminas com TBS (2x; 5 minutos); 
10. Incubar com polymer (polímero) (30 minutos); 
11. Lavar lâminas com TBS, agitando levemente (2x; 5 minutos); 
12. Adicionar cromogénio: 
a. DAB (5 minutos). 
b. AEC (30 minutos). 
 
13. Lavar lâminas em água destilada (4x); 
14. Contrastar com hematoxilina (2 minutos); 
15. Lavar as lâminas em água corrente (5 minutos); 
16. Montar as lâminas: 
a. Cromogénio utilizado: DAB 
 Lâminas desidratadas e diafanizadas em xilol; 
 Montar lâminas com DPX (Sigma®). 
 
b. Cromogénio utilizado: AEC 













Anexo V - Protocolo para a quantificação dos níveis plasmáticos de cortisol 
por Enzyme-Linked Immunosorbent Assay (ELISA) 
 
I. Preparação de Reagentes/Amostras 
 
Todos os reagentes e amostras têm de ser mantidos à temperatura ambiente durante 
pelo menos 30 minutos antes da utilização. 
 
 Tampão de lavagem 
 Diluir 5 mL do tampão de lavagem concentrado em 95 mL de água destilada.  
 
 Amostras  
o Agitar plasma no vórtex e centrifugar (1 min/8000 g); 
 Diluir 1 parte de reagente de deslocamento de esteroides para cada 99 partes 
de plasma. 
 







Concentração de cortisol 
(pg/mL) 
1 900 100, cortisol padrão 10 000 
2 500 500, padrão 1 5000 
3 500 500, padrão 2 2500 
4 500 500, padrão 3 1250 
5 500 500, padrão 4 625 
6 500 500, padrão 5 313 
7 500 500, padrão 6 156 
 






1. Pipetar 150 μL de tampão de ensaio nos poços Ligação Não Específica (LNE) e 100 
μL nos poços Ligação Máxima (LM); 
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2. Centrifugar e pipetar 100 μL dos padrões de cortisol (PC) 1-7, preparados 
anteriormente, para os poços adequados; 
3. Centrifugar e pipetar 100 μL da amostra nos poços apropriados;  
4. Pipetar 50 μL de conjugado de cortisol em cada poço, exceto nos poços Atividade 
Total (AT) e Branco (B); 
5. Pipetar 50 μL de anticorpo cortisol em cada poço, exceto nos poços, AT, LNE e B; 
 
NOTA: Deve verificar-se cor verde nos poços exceto nos poços LNE que deve ser azul. 
Os poços B e AT estão vazios neste momento e não têm cor. 
 
6. Incubar a placa à temperatura ambiente durante 2 horas, com agitação constante de 
500 rpm;  
7. Esvaziar o conteúdo de todos os poços e lavar, adicionando-se 400 μL de tampão de 
lavagem a cada poço; repetir a lavagem mais 2 vezes; 
8. Após a lavagem final, bater firmemente com a placa num papel, para remover 
qualquer remanescência de tampão de lavagem; 
9. Adicionar 5 μL do conjugado de cortisol aos poços AT; 
10. Adicionar 200 μL de substrato pNpp a cada poço; incubar à temperatura ambiente 
durante 1 hora sem agitação; 
11. Adicionar 50 μL de solução de paragem a cada poço; a solução interrompe a reação 
e a placa deve ser lida imediatamente. 
Todas as centrifugações referidas são a 8000 g, durante 1 minuto. 
 
 
III. Exemplo de um esquema experimental 
 
As tabelas I a VI representam uma situação exemplificativa em que os poços 
representam: A2 a F3 - curva de calibração, A1 e B1 - Branco (B), C1 e D1 - Atividade 
Total (AT), E1 e F1 - Ligação Não Específica (LNE), G1 e H1 - Ligação Máxima (LM) e 
G3 a H4 representam as 5 amostras analisadas. Na coluna da direita são indicados por 







Tabela I. Quantificação das concentrações plasmáticas de cortisol por Enzyme-Linked 
Immunosorbent Assay (ELISA)- Etapa I. 
 
 
Tabela II. Quantificação das concentrações plasmáticas de cortisol por Enzyme-Linked 




Tabela III. Quantificação das concentrações plasmáticas de cortisol por Enzyme-Linked 
Immunosorbent Assay (ELISA)- Etapa III. 
 
 
Tabela IV. Quantificação das concentrações plasmáticas de cortisol por Enzyme-Linked 




Tabela V. Quantificação das concentrações plasmáticas de cortisol por Enzyme-Linked 
Immunosorbent Assay (ELISA)- Etapa V. 
 
 
Tabela VI. Quantificação das concentrações plasmáticas de cortisol por Enzyme-Linked 




Anexo VI – Dados da análise estatística 
 
Tabela I. Mínimos (Mín.), medianas (Med.) e máximos (Máx.) calculados para cada um dos parâmetros biométricos e para o hematócrito nos vários 




12H 7D 14D 28D 42D 
Mín. Med. Máx. Mín. Med. Máx. Mín. Med. Máx. Mín. Med. Máx. Mín. Med. Máx. 
Comprimento standard (cm) 12,00 15,00 16,30 12,30 14,70 17,00 13,30 15,00 16,50 14,00 14,80 18,00 13,20 15,00 16,80 
Comprimento total (cm) 12,80 16,15 17,50 14,00 16,00 18,50 14,50 16,50 18,00 15,50 16,00 19,50 15,00 16,80 18,50 
Peso do animal (g) 21,37 44,15 58,49 28,52 38,60 57,50 32,81 40,86 64,56 32,11 45,67 90,67 27,80 45,46 67,74 
Fator de condição 0,89 1,03 1,22 0,75 1,03 1,15 0,83 1,03 1,34 0,78 1,02 1,25 0,75 1,06 1,35 
Peso fígado (g) 0,2494 0,6236 1,0267 0,2891 0,4379 0,8528 0,3390 0,4922 1,1800 0,2453 0,7113 2,1652 0,2570 0,6236 1,8735 
Índice hepatossomático 1,00 1,34 2,31 0,90 1,12 2,03 0,78 1,26 1,94 0,69 1,57 2,56 0,73 1,30 2,39 
Peso total rim (g) 0,1817 0,3941 0,5303 0,2686 0,3480 0,5473 0,2816 0,3870 0,6795 0,2548 0,4455 0,8678 0,2266 0,4690 0,6914 
Índice nefrossomático 0,80 0,87 1,13 0,66 0,99 1,18 0,75 0,90 1,15 0,71 0,90 1,10 0,75 0,93 1,27 
Peso rim anterior (g) 0,0580 0,1173 0,1642 0,0884 0,1218 0,1962 0,0856 0,1260 0,2792 0,0706 0,1352 0,2662 0,0642 0,1426 0,2704 
Hematócrito (%) 30 32 35 28 32 38 30 32 40 27 35 42 29 33 37 
 
Tabela II. Correlações de Spearman analisadas, com os respetivos valores de R e de p. 
Parâmetros correlacionados R p 
Peso do animal Concentração plasmática de cortisol 0,09 0,629 
Fator de condição Concentração plasmática de cortisol 0,15 0,411 
Peso do animal Glucose 0,17 0,184 
Fator de condição Glucose 0,31 0,012 
?̅?𝒗  do núcleo das células interrenais Concentração plasmática de cortisol 0,53 0,019 
% área pigmentada dos fragmentos de pele Concentração plasmática de cortisol 0,58 0,000 
% área pigmentada dos cortes histológicos de pele Concentração plasmática de cortisol 0,34 0,056 
% área pigmentada dos fragmentos de pele % área pigmentada dos cortes histológicos de pele 0,70 0,000 
Índice hepatossomático Colesterol  0,63 0,000 
Índice hepatossomático Triglicerídeos  0,39 0,001 
Glucose Concentração plasmática de cortisol 0,62 0,000 
 83 
 
Tabela III. Regressões lineares analisadas para os parâmetros selecionados, com os respectivos 
valores de R e p. 
Regressão linear (parâmetros) R p 
Dia da colheita ?̅?𝑣  do núcleo das células interrenais 0,514 0,004 
Dia da colheita Concentração plasmática de cortisol 0,424 0,016 
Dia da colheita Índice hepatossomático 0,133 0,284 
Dia da colheita Índice nefrossomático 0,036 0,773 
Dia da colheita Fator de condição 0,027 0,829 
Dia da colheita Potássio  0,336 0,005 
Dia da colheita Triglicerídeos  0,067 0,588 
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